Inmovilización y aplicación de la lipasa versátil de Ophiostoma piceae en la síntesis de aromas, nutraceúticos y biodiesel by Molina Gutiérrez, María
UNIVERSIDAD COMPLUTENSE DE MADRID 
FACULTAD DE CIENCIAS BIOLÓGICAS 
 





Inmovilización y aplicación de la lipasa versátil de 




MEMORIA PARA OPTAR AL GRADO DE DOCTORA 
PRESENTADA POR 




Alicia Prieto Orzanco 




UNIVERSIDAD COMPLUTENSE DE MADRID 
FACULTAD DE CC. BIOLÓGICAS 
Departamento de Microbiología III 
 
TESIS DOCTORAL 
Inmovilización y aplicación de la lipasa 
versátil de Ophiostoma piceae en la síntesis 
de aromas, nutraceúticos y biodiesel 
 Memoria para optar al grado de doctor presentada por 
María Molina Gutiérrez 
 
Directoras 
Dra. Alicia Prieto Orzanco 
Dra. María Jesús Martínez Hernández 
 
















A mi madre y hermanos 


























Un científico en su laboratorio no es sólo un técnico: es también 
un niño colocado ante fenómenos naturales que le impresionan 
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A549 Células humanas tumorales del epitelio alveolar basal 
Ae Actividad específica 
AG1 Soporte no magnético de Zn0,25/Mn2,75 aminofuncionalizado 
AG4 Soporte no magnético de Zn0,85/Mn2,15 aminofuncionalizado 
AG1-CH-OPEr 
Nanobiocatalizador de OPEr inmovilizada a través de CH- 
sobre AG1 
AG4-CH-OPEr 
Nanobiocatalizador de OPEr inmovilizada a través de CH- 
sobre AG4 
AG1-GA 
Soporte no magnético de Zn0,25/Mn2,75 funcionalizado con 
grupos aldehído 
AG4-GA 
Soporte no magnético de Zn0,85/Mn2,15 funcionalizado con 
grupos aldehído 
AG1-GA-OPEr Nanobiocatalizador de OPEr inmovilizada sobre AG1-GA 
AG4-GA-OPEr Nanobiocatalizador de OPEr inmovilizada sobre AG4-GA 
AGs Ácidos grasos 
Ai Actividad lipasa inicial 
AMNPs Nanopartículas magnéticas aminofuncionalizadas 
AMNPs-CH-Cal A 
Nanobiocatalizador de Cal A® inmovilizada a través de CH- 
sobre AMNPs 
AMNPs-CH-Cal B 
Nanobiocatalizador de Cal B® inmovilizada a través de CH- 
sobre AMNPs 
AMNPs-CH-Eversa 
Nanobiocatalizador de Eversa® inmovilizada a través de CH- 
sobre AMNPs 
AMNPs-CH-OPEr 
Nanobiocatalizador de OPEr inmovilizada a través de CH- 
sobre AMNPs 
AMNPs-GA AMNPs funcionalizadas con grupos aldehído 
AMNPs-GA-Cal A Nanobiocatalizador de Cal A® inmovilizada sobre AMNPs-GA 
AMNPs-GA-Cal B Nanobiocatalizador de Cal B® inmovilizada sobre AMNPs-GA 
AMNPs-GA-Eversa 
Nanobiocatalizador de Eversa® inmovilizada sobre AMNPs-
GA 
AMNPs-GA-OPEr Nanobiocatalizador de OPEr inmovilizada sobre AMNPs-GA 
APTS (3-aminopropil) trietoxisilano 




BCA Ácido bicinconínico 
BSA Albúmina de suero bovino 
BSTFA N,O-bis(trimetilsilil)trifluoroacetamida 
C4 Ácido butírico 
C5 Ácido pentanoico/Ácido valérico 
C6 Ácido hexanoico 
C7 Ácido heptanoico 
Cal A Lipasa A de Candida antarctica 
Cal B Lipasa B de Candida antarctica 
CH- Carbohidratos 
CLEAs 
Agregados enzimáticos entrecruzados/Cross-linked enzyme 
aggregates 
CRL Lipasa de Candida rugosa 
Da Dalton 
DGs Diglicéridos 
DMEM Medio Dulbecco modified Eagles minimal essential 
DO Densidad óptica 
EMs Ésteres metílicos de ácidos grasos 
FE-SEM Microscopía electrónica de barrido de emisión de campo 
FITC Fluoresceína-5-isotiocianato 
FTIR 
Espectroscopia de infrarrojos mediante transformada de 
Fourier 
G1 Soporte no magnético de Zn0,25/Mn2,75 
G4 Soporte no magnético de Zn0,85/Mn2,15 
GA Glutaraldehído 
GC Cromatografía de gases 
GC/MS Cromatografía de gases acoplada a espectroscopia de masas 
HeLa Células humanas de carcinoma de cuello uterino 
IC4 Ácido isobutírico 
IC5 Ácido isopentanoico/Ácido isovalérico 
IC50 Dosis que inhibe el crecimiento del 50% de las células 
mCLEAs 
Agregados enzimáticos entrecruzados magnéticos/Magnetic 






MNPs Nanopartículas magnéticas 
MTT Bromuro de 3-(4,5-dimetiltiazol-2-il)-2,5-difeniltetrazolio 




OPE Lipasa versátil de Ophiostoma piceae 
OPEr Lipasa versátil recombianante de Ophiostoma piceae 
PBS Tampón fosfato salino 
pI Punto isoeléctrico 
pNP p-nitrofenol 
pNPB Butirato de p-nitrofenilo 
p/v Relación peso/volumen 
RML Lipasa de Rhizomucor miehei 
rpm Revoluciones por minuto 
ROL Lipasa de Rhizopus oryzae 
RPMI Medio Roswell Park Memorial Institute 
SDS Dodecilsulfato sódico 
SDS-PAGE Dodecilsulfato Poliacrilamida-Gel-Electroforesis 
SEM Microscopía electrónica de barrido 
SiMAG-Octyl® 
Soporte magnético comercial funcionalizado con grupos 
octilo 
SiMAG-Octyl-OPEr 
Nanobiocatalizador de OPEr inmovilizada por hidrofobidad 
sobre SiMAG-Octyl® 




Lipasa de Thermomyces lanuginosus 
Trimetil amino borano 
Tris-HCl 2-amino-2-hidroximetilpropano-1,3-diol hidrocloruro 
U Unidad de actividad enzimática 
UV Ultravioleta 
v/v Relación volumen/volumen 




XRD Difracción de rayos X 
YEPS Medio extracto de levadura peptona sorbitol 


















En trabajos anteriores, se aisló y caracterizó una lipasa 
versátil producida por el ascomiceto Ophiostoma piceae, a la que 
se denominó OPE. La enzima recombinante (OPEr), obtenida en 
Pichia pastoris, se produce en mayor cantidad y es más activa 
que la nativa, confirmando su potencial para bioprocesos de 
hidrólisis y síntesis. Para mejorar su estabilidad y facilitar la 
separación y reutilización, se ha evaluado su inmovilización. 
Esto conlleva la fijación del catalizador sobre un soporte sólido 
insoluble mediante interacciones no covalentes o covalentes. 
Estas últimas suelen producir biocatalizadores más estables y 
con mejor reciclabilidad. 
 
Objetivos 
El objetivo de esta Tesis se centró en la puesta a punto y 
evaluación de diferentes métodos de inmovilización para OPEr, 
aplicando los biocatalizadores obtenidos a la síntesis de ésteres. 
Los objetivos concretos fueron: 
i. Síntesis y caracterización fisicoquímica de soportes 
funcionalizados. 
ii. Preparación de una batería de nanobiocatalizadores con 
OPEr inmovilizada. 
iii. Evaluación del potencial de los nanobiocatalizadores para 
sintetizar ésteres de ácidos grasos volátiles, biodiesel, y 
ésteres de sitoestanol. 
 
Resultados 
Inmovilización de OPEr 
Se evaluaron dos tipos de soportes: nanopartículas de 
magnetita y óxidos mixtos de Zn/Mn no magnéticos. Estos 




por el grupo del Dr. Félix López (CNIM-CSIC). Los soportes se 
recubrieron de una fina capa de Si, se incorporaron en su 
superficie grupos amino o aldehído, y se caracterizaron físico-
químicamente. 
OPEr se unió covalentemente a los soportes por diferentes 
regiones: a) por su amino terminal, b) por sus cadenas glucídicas 
oxidadas, o c) formando agregados entrecruzados químicamente 
sobre soporte magnético (mCLEAs). También se utilizó un 
soporte magnético comercial con grupos octilo superficiales 
(SiMAG-Octyl®) para inmovilizar OPEr por hidrofobicidad. Así, se 
obtuvieron ocho nanobiocatalizadores con distinta eficiencia, 
estabilidad y reciclabilidad. Todos ellos hidrolizaron eficazmente 
butirato de p-nitrofenilo, aunque con distinta eficacia, y su 
estabilidad a pH y temperatura fueron mayores que las de la 
enzima libre. Su actividad a 4 ºC se mantuvo (80-100%) durante 
más de 6 meses. 
Para comparar los resultados obtenidos con OPEr, también 
se inmovilizaron covalentemente las lipasas comerciales CalA®, 
CalB® y Eversa® sobre los soportes AMNPs-GA- y AMNPs-. 
Síntesis de ésteres de ácidos grasos de cadena corta (VFAs) 
Estos ésteres contribuyen al aroma y sabor natural de las 
frutas y verduras, y se utilizan como aditivos en las industrias 
farmacéutica, cosmética y alimentaria. Sus características 
sensoriales dependen de la longitud de la cadena del ácido y el 
alcohol. Los ocho catalizadores con OPEr inmovilizada 
catalizaron la esterificación directa de los ácidos butírico, 
valérico, hexanoico, heptanoico, isobutírico e isovalérico con 1-
butanol (25 ˚C, ácido:alcohol 1:2). Los rendimientos con AMNP-
GA-OPEr (~100%, 6 h) superaron o igualaron los de OPEr libre y 
los restantes catalizadores OPEr, manteniendo 80-96% de 
actividad durante 7 ciclos. Esto revela sus excelentes 
propiedades y potencial para la síntesis limpia de productos de 
interés. Entre las enzimas evaluadas en esta aplicación, Cal B® 
fue la más eficiente en las condiciones ensayadas.  
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Síntesis de biodiesel 
El biodiesel está compuesto por ésteres de ácidos grasos de 
cadena larga con alcoholes de cadena corta, generalmente 
metanol o etanol. Su síntesis enzimática sigue planteando retos, 
como la falta de estabilidad operativa de las enzimas en 
presencia de alcoholes y la acumulación del glicerol. Hemos 
analizado la eficiencia de OPEr, Eversa®, CalA® y CalB®, para 
catalizar la síntesis de biodiesel, sin disolvente y a 25 ˚C, a partir 
de aceite de cocina desechado y metanol. Varias de las 
preparaciones con OPEr inmovilizada produjeron altos 
rendimientos de síntesis (>90% transesterificación) y 
mantuvieron ~100% de actividad tras 9 ciclos de síntesis, 
aunque la velocidad de reacción fue algo menor que la de 
Eversa®. El proceso catalizado por AMNP-CH-OPEr se escaló 50 
veces y la eficacia fue superior. Los nanobiocatalizadores con Cal 
B® no transformaron los glicéridos en las condiciones ensayadas.  
Síntesis de ésteres de fitoestanoles 
Los fitoesteroles y fitoestanoles reducen la absorción del 
colesterol y se utilizan como nutracéuticos, aunque sus ésteres 
tienen mayor efecto. Los esteroles son sustratos muy 
voluminosos, con grupos OH poco accesibles, y pocos 
biocatalizadores han demostrado ser apropiados para mediar su 
esterificación. Sin embargo, OPEr libre demostró su eficiencia 
transesterificando -sitoestanol y oleato de metilo a 25 ˚C, sin 
cosolvente. Con la enzima inmovilizada, se ha observado una 
baja eficiencia en el primer ciclo de reacción, aumentando en los 
dos siguientes, con rendimientos de esterificación superiores al 
80% durante varios ciclos de entre 2-15 h. Vista su eficiencia, se 
ensayó la síntesis de ésteres de -sitoestanol a partir de aceite de 
cocina usado, metanol y el estanol, encadenando dos reacciones, 
y con un solo nanobiocatalizador (AMNP-CH-OPEr). En la 
primera etapa (24 h) se sintetizaron ésteres metílicos de ácidos 
grasos por transesterificación. En la segunda etapa (2 h) se 
añadió -sitoestanol a la mezcla anterior para producir los 




obtenido con oleato de metilo comercial y la actividad se mantuvo 
durante 5 ciclos. 
 
Conclusiones 
La lipasa OPEr fue inmovilizada sobre MNPs por interacción 
hidrofóbica, por acoplamiento covalente (AMNPs-CH y AMNPs-
GA), o como mCLEAs. También se unió covalentemente sobre los 
nuevos soportes no magnéticos G1 y G4. Se ha validado un 
método inusual para la inmovilización de lipasas a través de sus 
cadenas glucídicas oxidadas, que preserva y estabiliza la 
estructura y la actividad de las proteínas. 
Todos los preparados enzimáticos insolubles catalizaron la 
síntesis de ésteres butílicos de VFAs, pero AMNP-GA-OPEr fue 
más eficiente y estable frente a sustratos ácidos, manteniendo 
excelentes rendimientos después de 7 ciclos. Varios 
nanobiocatalizadores demostraron ser robustos, eficientes y 
reciclables (~100% actividad tras 9 ciclos) en síntesis de 
biodiesel, en condiciones extremadamente suaves, utilizando 
materias primas sostenibles y baratas, y mediante un proceso 
fácilmente escalable. Todos los nanobiocatalizadores de OPEr 
catalizaron la síntesis de ésteres de estanoles (85%, 2-15 h, sin 
disolventes) y pudieron ser reutilizados. A la vista de los 
resultados, OPEr inmovilizada se muestra como un buen 
catalizador para su uso en distintos bioprocesos. 
 
 




In previous work, a versatile lipase produced by the 
ascomycete Ophiostoma piceae, called OPE, was isolated and 
characterized. The recombinant enzyme (OPEr) obtained in 
Pichia pastoris is produced in larger amount and is more active 
than the native protein, confirming its potential for hydrolysis 
and synthesis bioprocesses. The role of immobilization to 
improve its efficiency and stability, and to facilitate its separation 
and reuse has been evaluated in the current Thesis. 
Immobilization involves fixing the catalyst on an insoluble solid 
support through non-covalent or covalent interactions. The latter 




The objective of this Thesis focused on setting up and testing 
different methods of immobilization for OPEr, applying the 
biocatalysts obtained to the synthesis of esters. The specific 
objectives are: 
i. Synthesis and physicochemical characterization of 
functionalized supports. 
ii. Preparation of a set of nanobiocatalysts with immobilized 
OPEr. 
iii. Evaluation of the potential of the nanobiocatalysts to 










Two types of carriers were evaluated: magnetite nanoparticles 
and non-magnetic Zn/Mn mixed oxides. The latter are new 
materials obtained from battery recycling  in the group of Dr. 
Félix López (CNIM-CSIC). The carriers were physically-chemically 
characterized after coating them with a thin layer of Si and 
incorporating amino or aldehyde groups on their surface. 
OPEr was covalently attached to the insoluble scaffolds: a) by 
its terminal, b) by its oxidized glycidic chains, or c) forming 
chemically crosslinked aggregates on the magnetic support 
(mCLEAs). A commercial magnetic support with surface octyl 
groups (SiMAG-Octyl®) was also used to immobilize OPEr for 
hydrophobicity. Thus, we obtained eight nanobiocatalysts with 
different efficiency, stability, and recyclability. Although with 
different efficiency, all of them hydrolysed p-nitrophenyl butyrate 
(pNPB), and their stability to pH and temperature were higher to 
that of the free enzyme. Their activity at 4 ̊ C was maintained (80-
100%) for more than 6 months. 
To compare the results obtained for OPEr, the comercial 
lipases CalA®, CalB® and Eversa® were immobilized on AMNPs-
GA- and AMNPs-. 
Synthesis of esters of volatile fatty acids (VFAs) 
These esters contribute to the natural fragrance and taste of 
fruits and vegetables, and are commonly used as additives in the 
pharmaceutical, cosmetics and food industries. Their sensory 
properties depend on the length of the chains of their acid and 
alcohol precursors. The eighth preparations with immobilized 
OPEr catalyzed direct esterification of butyric, valeric, hexanoic, 
heptanoic, isobutyric, and isovaleric acid with 1-butanol (25 ˚C, 
acid:alcohol 1:2). With AMNP-GA-OPEr, the yields (~100%, 6 h) 
exceeded or equaled those obtained with free OPEr or any other 
of the OPEr preparations, maintaining 80-96% activity after 7 
reaction cycles. Despite Cal B® was the most efficient catalyst 
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among those studied for this application, the results reveal that 
the excellent properties of the immobilized forms of OPEr and its 
potential for green synthesis of esters.  
Synthesis of biodiesel 
Biodiesel is composed of long-chain fatty acid esters with 
short-chain alcohols, usually methanol or ethanol. Its enzymatic 
synthesis continues to pose challenges, such as the lack of 
operational stability of enzymes in the presence of alcohols and 
the accumulation of glycerol. We have analyzed the efficiency of 
OPEr, Eversa®, CalA® and CalB®, to catalyze the synthesis of 
biodiesel, solvent-free and at 25 ˚C, from cooking oil wastes and 
methanol. Several the preparations with immobilized OPEr 
produced high synthesis yields (>90% transesterification) and 
maintained 100% activity after 9 synthesis cycles, although the 
reaction rate was somewhat lower than that of Eversa®. The 
process catalyzed by AMNP-CH-OPEr was scaled 50 times and 
the efficiency was superior. Cal B® nanobiocatalysts did not 
transform glycerides in the tested conditions.  
Synthesis of stanol esters 
Phytosterols and phytostanols reduce cholesterol absorption 
and are used as nutraceuticals, although their esters have 
greater effect. Sterols are very bulky substrates, with low 
accessibility -OH groups, and few biocatalysts have shown to be 
suitable for mediating their esterification. However, the soluble 
OPEr demonstrated its efficiency by transesterifying β-
sitoestanol and methyl oleate at 25 ˚C, without cosolvent. The 
efficiency in the first reaction cycle with immobilized enzyme was 
low, but it increased in the next two cycles reaching esterification 
yields over 80% over several cycles in 2-15 h. Given its efficiency, 
the synthesis of β-sitoestanol esters from used cooking oil, 
methanol and stanol was tested, by combining two consecutive 
reactions, catalyzed by a single nanobiocatalyst (AMNP-CH-
OPEr). In the first stage (24 h) methyl esters of fatty acids were 
synthesized by transesterification. In the second stage (2 h) β-




stanol esters. The yield was 45% higher than that obtained with 




The versatile lipase OPEr was immobilized over MNPs by 
hydrophobic interaction, by covalent coupling (AMNPs-CH and 
AMNPs-GA), or as mCLEAs. It was also covalently attached on 
the novel non-magnetic supports G1 and G4. An unusual 
method for immobilizing lipases through their oxidized glycidic 
chains has been validated, preserving and stabilizing the 
structure and activity of proteins. 
All preparations with the insoluble enzyme catalyzed the 
synthesis of butyl esters of VFAs, but AMNP-GA-OPEr was more 
efficient and stable against acid substrates, maintaining 
excellent yields after 7 cycles. Several nanobiocatalysts proved 
robust and efficient for up to 9 biodiesel synthesis cycles (~100% 
activity), under extremely mild conditions, using sustainable and 
inexpensive raw materials, and through an easily scalable 
process. All OPEr nanobiocatalysts catalyzed the synthesis of 
stanol esters (85%, 2-15 h, solvent-free) and could be reused. In 
view of the results, immobilized OPEr is shown as a good catalyst 
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1.1. Biocatálisis 
Las enzimas son los catalizadores que aceleran las reacciones 
químicas en los seres vivos. Al igual que los catalizadores 
químicos, actúan disminuyendo la energía de activación de la 
reacción, de modo que los productos se forman más rápidamente 
(hasta millones de veces, comparándolo con la misma reacción 
sin catalizador) y se alcanza antes el equilibrio (Tanaka, 2019). 
Consciente o no de cuáles son las moléculas que llevan a cabo 
estas tareas, el ser humano se ha aprovechado de su existencia 
desde hace milenios, y encontramos ejemplos de ello en la 
elaboración de bebidas fermentadas, alimentos como el pan y 
tejidos (Singh et al., 2016). A lo largo del siglo XIX, varios 
investigadores fueron aportando datos acerca de su existencia y 
función. Berzelius describió en 1836 el fenómeno de catálisis (del 
griego, desatar) como aquél en el que los entonces denominados 
“compuestos invitados” (catalizadores) aceleraban una 
determinada reacción química, sin sufrir ellos mismos ninguna 
modificación. Kühne acuñó el término enzima (del griego, en 
levadura), Fisher estableció el concepto de especificidad de 
sustrato, y Buchner postuló que las enzimas eran las 
responsables de la fermentación alcohólica en un sistema libre 
de células. En 1926 Sumner aisló y cristalizó por primera vez 
una enzima pura, la ureasa, y demostró la naturaleza proteica 
de las enzimas, por lo que recibió el Premio Nobel 20 años más 
tarde. Otros dos químicos estadounidenses, Northrop y Stanley, 
compartieron con él dicho galardón por su trabajo relacionado 
con el aislamiento de la pepsina. Estos investigadores fueron los 
pioneros de lo que hoy conocemos como Biocatálisis, una rama 
de la biotecnología blanca definida como el uso de células o sus 
enzimas aisladas para catalizar reacciones o transformaciones 
que conducen a la obtención de compuestos de interés, que 
satisfacen numerosas necesidades humanas (Arroyo et al., 
2014). La aplicación de enzimas en procesos industriales se ha 
multiplicado en los últimos 40 años, abarcando en la actualidad 
sectores tales como la alimentación humana y animal, 




detergentes, compuestos químicos, biocombustibles, síntesis de 
polímeros y compuestos orgánicos (aromas), y especialmente en 
la producción de compuestos farmacéuticos (McAuliffe, 2012; 
Patel et al., 2017). Las enzimas ofrecen una alta especificidad de 
sustrato, pureza del producto y, en general, un reducido impacto 
ambiental. Su utilización, en contraste con la catálisis química, 
disminuye el gasto energético puesto que se trabaja a menor 
temperatura, a valores menos extremos de pH, y se reduce el 
empleo de disolventes orgánicos o la utilización de sustancias 
tóxicas y/o peligrosas (Paul et al., 2019; Sanchez and Demain, 
2017; Sheldon and Woodley, 2018). 
Los avances en este ámbito se han sucedido y expandido a lo 
largo de la historia a modo de ondas, iniciadas a partir del 
descubrimiento de nuevos hitos o de la aplicación de nuevas 
tecnologías. En la primera de ellas, que comenzó hace más de un 
siglo, los principales problemas a afrontar eran las reacciones 
cruzadas con otras rutas metabólicas y la difusión de los 
sustratos, hoy en día solventados gracias a la ingeniería 
metabólica (Bornscheuer et al., 2012; Sheldon and Woodley, 
2018).  
A finales del siglo XX, la biocatálisis experimentó una 
segunda fase de desarrollo al comenzar a emplear enzimas para 
catalizar reacciones con sustratos muy diferentes a los que se 
encuentran en su entorno natural. Los avances fueron muy 
notables, en gran parte gracias a la aparición de las técnicas de 
ingeniería de proteínas. A finales de los 90, se inició un tercer 
periodo de crecimiento e innovación, gracias al desarrollo de las 
técnicas de evolución dirigida y biología molecular avanzada 
(Basso and Serban, 2019; Bornscheuer et al., 2012). Desde 
entonces, la biocatálisis ha evolucionado rápidamente debido a 
los avances en biología molecular, secuenciación y, 
especialmente, en bioinformática. Actualmente, esto permite 
diseñar una enzima para que se ajuste a un proceso y no tratar 
de rediseñar un proceso para ajustarlo a la enzima disponible. 
Por esta razón, algunos autores sugieren que nos encontramos a 
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las puertas de la cuarta expansión de la biocatálisis 
(Bornscheuer, 2018). 
Hoy en día se conocen más de 4.000 enzimas, aunque sólo el 
5% están comercializadas y unas 20 se producen a una escala 
verdaderamente industrial (Liu and Kokare, 2017; Sanchez and 
Demain, 2017). Los rápidos avances del mercado mundial de 
biocatalizadores están impulsados por su capacidad para 
catalizar reacciones con mayor eficiencia y estabilidad, su 
quimio-, regio- y enantioselectividad, así como sus 
características respetuosas con el medioambiente en 
comparación con los procesos químicos (Lai et al., 2019; Singh 
et al., 2016). Ya en 2016 se estimaba que el mercado de las 
enzimas representaba 5.010 millones de dólares y que crecería 
en 2021 hasta los 6.320 millones de dólares. Además, en 2005, 
se preveía que las ventas mundiales de bioproductos crecieran 
cerca del 15% en 2025 (Chapman et al., 2018; Paul et al., 2019). 
De entre las enzimas comercializadas, el 85% provienen de 
microorganismos. Entre sus ventajas, frente a las de plantas y 
animales, podemos destacar que son más estables, presentan 
una gran diversidad bioquímica, son más fáciles de modificar 
genéticamente, y se producen en condiciones reproducibles 
(Patel et al., 2017). Aproximadamente el 90% de las enzimas 
industriales son versiones recombinantes, ya que las enzimas 
naturales no suelen ser adecuadas para su uso en bioprocesos. 
En este sentido, comentar que, generalmente, las cepas de 
producción suelen estar modificadas mediante manipulación 
genética, para mejorar sus propiedades catalíticas y conseguir 
altos niveles de producción (Liu and Kokare, 2017; Sanchez and 
Demain, 2017). Gracias a la metagenómica, las herramientas 
genéticas y otras técnicas, como la modificación química, se 
pueden obtener enzimas más estables o con mejor actividad. 
Pero, aun así, el uso de enzimas solubles no evita los problemas 
de estabilidad operacional, térmica y mecánica. Como veremos 
más adelante, la obtención de formas insolubles de la enzima 
mediante inmovilización puede ofrecer la solución a algunos de 




En la industria de la biocatálisis están representadas todo 
tipo de enzimas: oxidorreductasas, liasas, transferasas, 
isomerasas, ligasas y, por supuesto, hidrolasas. Las hidrolasas 
son los biocatalizadores más usados en síntesis orgánica e 
incluyen enzimas de especial interés como amidasas, proteasas, 
esterasas y lipasas (Paul et al., 2019). En concreto, las lipasas 
han sido ampliamente usadas en numerosas reacciones de 
interés industrial en los sectores alimentario, farmacéutico, 
cosmético, del papel y de biocombustibles, encontrando su 
aplicación comercial más importante en la industria de los 
detergentes (De Godoy Daiha et al., 2015; Facin et al., 2019). Su 
gran éxito se debe a que tienen una excelente actividad, alta 
especificidad y estabilidad, y a que en muchas ocasiones actúan 
de forma enantioselectiva, quimio- y/o regio-específica (Borrelli 
and Trono, 2015; Filho et al., 2019; Stergiou et al., 2013). El 
potencial de las lipasas es conocido desde 1930 y, a día de hoy, 
suponen el 10% de la industria global de enzimas (junto con las 
esterasas), sólo detrás de proteasas y carbohidrolasas (Borrelli 
and Trono, 2015; Lai et al., 2019). 
 
1.2. Lipasas 
Las carboxil éster hidrolasas (EC 3.1.1) son un grupo 
heterogéneo de enzimas que catalizan la hidrólisis o síntesis de 
enlaces éster. En este grupo están incluidas las 
carboxilesterasas (EC 3.1.1.1), las lipasas o triacilglicerol 
hidrolasas (EC 3.1.1.3) y las esterol esterasas (EC 3.1.1.13), 
entre otras. Todas estas enzimas se han clasificado  en base a su 
secuencia primaria, características estructurales, si presentan o 
no activación interfacial, su cinética y su susceptibilidad a 
inhibidores específicos (Lai et al., 2019).  
La actividad de las lipasas sobre sustratos solubles en agua 
es tan solo marginal, y se relaciona más con la hidrólisis de 
sustratos lipídicos insolubles con tendencia a agregar en medio 
acuoso, como los triglicéridos. Considerando el carácter hidrófilo 
de las proteínas y el lipófilo de los sustratos sobre los que actúan, 
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es fácil comprender que estas enzimas ejercen su acción en la 
interfase lípido/agua. Una característica muy particular de 
muchas lipasas es que incrementan enormemente su actividad 
cuando la concentración del sustrato supera su límite de 
solubilidad, formando micelas o emulsiones, cosa que no se ha 
descrito en las esterol esterasas. Este fenómeno, conocido como 
activación interfacial, describe la activación de la enzima en 
dichas interfases (Lotti and Alberghina, 2007; Reis et al., 2009). 
Por otra parte, las esterol esterasas actúan sobre ésteres de 
ácidos grasos del colesterol y de otros esteroles en medio acuoso, 
aunque muchas de ellas tambén son activas frente a los 
sustratos estándar de las lipasas.  
La diferenciación entre lipasas y esterol esterasas sigue 
siendo objeto de debate hasta la fecha (Ali et al., 2012; Fojan et 
al., 2000; Lai et al., 2019), ya que algunas enzimas, definidas 
inicialmente como lipasas, tienen también alta actividad sobre 
ésteres de esteroles. Esto se describió en distintas isoenzimas 
con alta identidad de secuencia de la levadura Candida rugosa 
(CRL1, CRL2 y CRL3) (Mancheño et al., 2003). No obstante, se 
sabe que la eficacia de cada una de ellas sobre triglicéridos y 
ésteres de esteroles difiere. Las peculiares características de 
estas enzimas llevaron al establecimiento de la familia Candida 
rugosa-like, en la que se agrupan también otras isoenzimas de 
esta levadura y lipasas de otros hongos. Recientemente se ha 
propuesto que las lipasas con amplia especificidad de sustrato 
capaces de actuar sobre triglicéridos y ésteres de esteroles, pasen 
a formar parte de otra familia, la de las “lipasas versátiles” 
(Barriuso et al. 2016).  
La enzima objeto de estudio en esta Tesis, producida por el 
hongo ascomiceto dimórfico Ophiostoma piceae, caracterizada 
inicialmente como una esterol esterasa, y con actividad sobre 
ésteres de esteroles y triglicéridos (Calero-Rueda et al., 2002b), 
pertenece también a la familia C. rugosa–like (Barriuso et al., 
2016) y, debido a su amplia especificidad de sustrato, debería 




1.2.1. Fuentes de lipasas 
Las lipasas se encuentran ampliamente distribuidas en la 
naturaleza y son producidas por plantas, animales y 
microorganismos. En mamíferos, estas enzimas están 
involucradas en la digestión y absorción de las grasas y en el 
metabolismo de las lipoproteínas (Mukherjee, 2003). En plantas, 
están presentes en semillas oleaginosas y cereales, participando 
principalmente en el proceso de germinación (Lai et al., 2019). 
Como ya se ha comentado, las lipasas microbianas (de bacterias, 
levaduras y hongos filamentosos) tienen un gran interés 
industrial debido a que es fácil producirlas y modificarlas, y por 
su versatilidad y estabilidad (Filho et al., 2019; Hasan et al., 
2006). Candida, Yarrowia, Aspergillus, Penicillium, Rhizopus, 
Rhizomucor y Thermomyces se encuentran entre los géneros de 
levaduras y hongos más empleados para la producción de 
lipasas. En cuanto a las bacterias, las más conocidas son las 
producidas por Pseudomonas, Bacillus y Streptomyces, seguidas 
por las de Burkholderia, Chromobacterium, Achromobacter, 
Alcaligenes y Arthrobacter (Borrelli and Trono, 2015; Vaquero et 
al., 2016). El papel natural de las lipasas microbianas está 
relacionado con el uso de los lípidos como fuente de carbono a 
través del metabolismo lipídico, por lo que se han aislado de una 
gran variedad de hábitats, como suelos contaminados con 
aceites, residuos de aceites o en la superficie del queso. También 
existen algunos microorganismos que secretan lipasas al medio 
como factor de virulencia en hongos patógenos o saprófitos (Lai 
et al., 2019; Vaquero et al., 2016). 
Nos centraremos desde este momento en las lipasas 
microbianas, concretamente las de hongos y levaduras, que son 
las que nos ocupan en este trabajo y que, además, presentan la 
ventaja de que son extracelulares. 
1.2.2. Estructura 
Desde el punto de vista estructural, las lipasas son serín 
hidrolasas con el típico plegamiento /β hidrolasa (Figura 1.1), 
caracterizado por poseer una lámina β central formada por ocho 
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hebras (una de ellas, la β2, antiparalela a las demás), rodeada 
por dos capas de -hélices anfifílicas (Holmquist, 2000). El 
centro activo de las lipasas se localiza en la parte superior de la 
lámina β, en un bolsillo con residuos muy hidrofóbicos, para una 
mejor unión del sustrato. La triada catalítica está formada, 
generalmente, por Ser-Asp-His, aunque en algunas enzimas el 
residuo ácido es de glutámico (Ser-Glu-His), siendo la Ser el 
aminoácido implicado en el ataque nucleofílico del sustrato 
(Bornscheuer, 2002; Vaquero Morales, 2015).  
 
 
Figura 1.1. Estructura canónica del plegamiento /β hidrolasa de una 
lipasa. Flechas azules: lâminas  1-8; cilindros rojos: -hélices a-f. Los 
aminoácidos de la triada catalítica se muestran como círculos rojos. 
Modificado de Bornscheuer (2002). 
 
Según la geometría del sitio de unión al sustrato en el centro 
activo, se pueden definir tres subgrupos de lipasas (Schmidt-
Dannert, 1999): i) de tipo hendidura, como en la lipasa de 
Rhizomucor miehei o Thermomyces lanuginosus; ii) de tipo 
embudo, por ejemplo, la lipasa B de Candida antarctica; y iii) de 
tipo túnel, como en la familia de lipasas C. rugosa-like y la lipasa 
A de C. antarctica (CAL A®) (Barriuso et al., 2016; Ericsson et al., 
2008; Vaquero Morales, 2015). Otro componente estructural 
típico relacionado con la catálisis es el agujero oxianiónico, que 
sirve para estabilizar el estado de transición tetraédrico formado 
durante la catálisis (Vaquero et al., 2016). La secuencia 




la tríada catalítica y los aminoácidos que lo forman también 
puede utilizarse como criterio para una clasificación distinta de 
las lipasas. 
Si hay una estructura característica de las lipasas es la de la 
zona de la tapa, un dominio móvil y anfipático que cubre el centro 
activo en ausencia de sustrato y es responsable, en gran parte, 
de la actividad y la selectividad de la enzima (Borrelli and Trono, 
2015; Khan et al., 2017). Esta región puede consistir en una 
hélice simple, dos hélices, o una región helicoidal y, según su 
posición, mantiene a la enzima en su conformación cerrada o 
abierta. En medio acuoso y en ausencia de sustrato, el equilibrio 
entre ambas formas está desplazado hacia la conformación 
cerrada, con la cara hidrofílica de la tapa expuesta al medio, 
mientras su cara hidrofóbica se orienta hacia el bolsillo 
catalítico. Sin embargo, en presencia de sustrato, en un medio 
hidrofóbico (orgánico) o en interfases lípido-agua, la tapa gira 
alrededor de dos regiones bisagra y pasa a su conformación 
abierta, dejando expuesta la cara hidrofóbica, que crea un gran 
parche hidrofóbico en la superficie de la enzima, facilitando el 
acceso de los sustratos (Khan et al., 2017). En algunas lipasas 
este fenómeno de activación interfacial es muy reducido, como 
por ejemplo en la lipasa B de C. antarctica (Cal B®) (Khan et al., 
2017), y en otros casos no se ha detectado, aunque esto puede 
deberse a factores experimentales (Domínguez de María et al., 
2006b; Vaquero Morales, 2015; Verger, 1997). Por último, 
comentar que debido a la existencia de amplias regiones 
hidrofóbicas en su superficie, las lipasas suelen tener tendencia 
a agregar (Vaquero et al., 2016). 
1.2.3. Reacciones catalizadas por lipasas. Mecanismo 
catalítico  
Las lipasas son enzimas con amplia especificidad de sustrato, 
que catalizan naturalmente la hidrólisis de compuestos lipídicos, 
y atacan preferentemente el enlace éster de los tri-, di- y 
monoglicéridos, liberando ácidos grasos y glicerol. Como se ha 
comentado anteriormente, las lipasas versátiles (Barriuso et al., 
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2016), hidrolizan también ésteres de esteroles. En todos los 
casos, la reacción se lleva a cabo en la interfase de un sistema 
de reacción bifásico (lípido-agua).  
Sin embargo, el gran interés que han despertado estas 
enzimas en los últimos años se debe a su capacidad de catalizar 
reacciones de síntesis (esterificación y transesterificación) en 
medios con baja actividad de agua (Casas-Godoy et al., 2012). El 
término transesterificación se refiere al intercambio de grupos 
entre un éster y un alcohol (alcoholisis), entre un éster y un ácido 
(acidolisis), entre un éster y una amina (aminolisis), o entre dos 




Figura 1.2. Reacciones catalizadas por lipasas. Adaptado de Casas-Godoy 
et al. (2012). 
 
La estereoespecificidad y/o esteropreferencia de las lipasas 
microbianas frente a triglicéridos es variable. Pleiss et al. (2000) 




o rigidez del sustrato y, muy especialmente, la forma y anchura 
del túnel, en concreto del motivo His gap en el que se localiza la 
His catalítica. No obstante, la mayoría de las lipasas son 
específicas de sn-1,3, y catalizan la hidrólisis/transesterificación 
de los ácidos grasos ubicados específicamente en dichas 
posiciones (Casas-Godoy et al., 2018; Lai et al., 2019; Pleiss et 
al., 2000). En este caso, los ácidos grasos sn-2 no se unen al sitio 
activo de la lipasa debido a impedimentos estéricos. Entre estas 
enzimas están la lipasa pancreática humana, la de Aspergillus 
niger o la lipasa RML de Rhizomucor miehei (Filho et al., 2019). 
Otro grupo de lipasas, como las de C. rugosa, la lipasa A de C. 
antarctica (Cal A®), la de Penicillium simplicissimum y la lipasa B 
de Geotrichum candidum, no manifiestan esta especificidad y 
actúan sobre los ácidos grasos de manera aleatoria, 
independientemente de su posición (Jaeger and Reetz, 1998). Cal 
B® tampoco presenta esta regioespecificidad, sin embargo, en la 
alcoholisis, con altas concentraciones de etanol/metanol, 
muestra preferencia por posiciones sn-1,3. Un ejemplo de una 
lipasa con especificidad por posiciones sn-2 es la lipasa de 
Geotrichum sp. (Borrelli and Trono, 2015).  y, como mostraremos 
en esta Tesis, la lipasa versátil de O. piceae, sin ser selectiva, 
muestra una preferencia por esta posición.  
En cuanto a los modelos cinéticos que describen la acción de 
estas enzimas, debemos recordar que, al actuar sobre sustratos 
hidrófobicos, en soluciones acuosas se suele encontrar un 
equilibrio entre monómeros, agregados, micelas y emulsiones. Si 
también consideramos que las lipasas actúan en la interfaz 
lípido/agua, es fácil comprender que estos sistemas no son 
homogéneos, por lo que su cinética no se ajusta exactamente a 
las ecuaciones de Michaelis-Menten (Jaeger and Reetz, 1998), 
aunque pueden describirse mediante parámetros y modelos 
similares (por eso se habla de constantes cinéticas aparentes). 
Las reacciones catalizadas por lipasas son reacciones bi-
sustrato, y los sustratos pueden unirse a la enzima: a) 
simultáneamente antes de formar productos (mecanismo de 
complejo ternario), o b) acoplarse de forma secuencial 
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(mecanismo Ping-Pong Bi-Bi) (Corradini et al., 2019; Monti et al., 
2018). Este último es el modelo cinético más frecuentemente 
aceptado y aplicado para describir la acción de las lipasas 
(Corradini et al., 2019; Stergiou et al., 2013). 
El mecanismo de hidrólisis o formación de ésteres se puede 
definir como un proceso de acilación y desacilación de la enzima, 
que tiene lugar en cuatro pasos (Figura 1.3). Primero el éster se 
une a la Ser catalítica, dando lugar a un intermediario 
tetraédrico estabilizado por los residuos catalíticos His y Asp. A 
continuación, se libera el alcohol y se forma un complejo acil-
enzima covalente, en el que el ácido esterifica a la Ser. El ataque 
de un aceptor nucleófilo (agua en la hidrólisis o, por ejemplo, un 
alcohol o un éster en la transesterificación) forma un nuevo 
intermediario tetraédrico estabilizado en el oxianión. En la 
última etapa, se libera el producto (un ácido o un éster) y la 
enzima queda de nuevo disponible (Bornscheuer, 2002; Borrelli 
and Trono, 2015; Jaeger and Reetz, 1998; Kang et al., 2011).  
 
 
Figura 1.3. Modelo del mecanismo de acción de las lipasas, utilizando como 




de la enzima durante el proceso catalítico. Modificado de Sen and Puskas 
(2015). 
 
1.2.4. Lipasas para biocatálisis 
El empleo de enzimas nativas para uso industrial presenta 
varias desventajas. En general, en el proceso de producción los 
rendimientos son bajos y poco reproducibles, y hay que cultivar 
el microorganismo en medios complejos que, generalmente, 
incluyen un inductor que además actúa como fuente de carbono 
(lípidos, en el caso de las lipasas). Además, en estas condiciones 
se pueden producir isoformas con diferente comportamiento 
catalítico, pero a veces con características muy similares, y su 
purificación es difícil y costosa (Valero, 2012). Por estas razones, 
para la biocatálisis a escala industrial es conveniente producir 
lipasas recombinantes, utilizando sistemas de expresión 
heteróloga que permitan obtener la proteína deseada en su forma 
activa y con alto rendimiento.  
Los hospedadores se agrupan en dos categorías principales: 
procariotas como Escherichia coli o Bacillus, y eucariotas, entre 
los que destacan levaduras y hongos filamentosos pero también 
células de mamífero y sistemas de expresión en células de 
insecto con baculovirus (Borrelli and Trono, 2015; Valero, 2012). 
Los genes de lipasas eucarióticas se suelen expresar en 
hospedadores eucariotas, ya que estos pueden realizar 
modificaciones postraduccionales a lo largo de la ruta secretora, 
rindiendo proteínas correctamente plegadas. Las levaduras son 
generalmente los organismos de elección y, entre ellas, la más 
utilizadas son Saccharomyces cerevisie y Pichia pastoris, aunque 
la última con mayor éxito porque produce mayores niveles y 
secreta pocas proteínas propias y, entre ellas ninguna lipasa 
(Barriuso et al., 2016; Borrelli and Trono, 2015). 
Por otro lado, la ingeniería de proteínas es una herramienta 
de gran utilidad para mejorar determinadas propiedades de las 
enzimas (eficiencia catalítica, termoestabilidad, especificidad de 
 23 Introducción 
sustrato, selectividad…) de cara a su aplicación biotecnológica. 
Dentro de estas técnicas existen dos estrategias principales: 
i) Diseño racional 
Consiste en la mutagénesis de aminoácidos o regiones 
definidas en la secuencia de la proteína, para lo que se 
requiere conocer su estructura tridimensional y las relaciones 
estructura-función (Borrelli and Trono, 2015; Khan et al., 
2017). Según las propiedades que se quieran modificar, se 
deberá introducir la mutación en una u otra región de la 
proteína. En el caso de las lipasas, los principales objetivos 
de este tipo de ensayos son mejorar sus propiedades 
catalíticas, selectividad, especificidad o termoestabilidad, 
mediante distintas estrategias (Khan et al., 2017): 
 Cambios en el dominio de la tapa y la región bisagra: para 
que la proteína modificada adquiera propiedades de la 
lipasa que proporciona la zona que se intercambia (Akoh 
et al., 2004; Secundo et al., 2004; Skjøt et al., 2009). 
 Modificaciones en el centro activo: cambiando 
aminoácidos que pueden mejorar la actividad catalítica 
(Gupta et al., 2015). 
 Cambios en la forma, tamaño y/o hidrofobidad de la zona 
de unión al sustrato: pueden afectar a la quimio- y la 
enantioselectividad de la enzima (Brundiek et al., 2012; 
Schmitt et al., 2002). 
 Mutaciones en regiones de la superficie: pueden afectar a 
la distribución de cargas superficiales y por tanto 
modificar propiedades que influyen en la estabilidad frente 
a solventes orgánicos (Park et al., 2012). 
 Alteraciones en la flexibilidad o rigidez de la estructura que 
pueden influir en la termoestabilidad. Una estructura más 
rígida se asocia con una mejor estabilidad a altas 
temperaturas, mientras que la flexibilidad se asocia a 
bajas temperaturas de trabajo (Borrelli and Trono, 2015). 




ii) Evolución dirigida 
Esta técnica, que combina mutagénesis al azar y selección, 
no precisa un conocimiento previo de la estructura de la 
proteína. Mediante mutaciones al azar en el gen codificante 
se reproduce la evolución natural, basada en la 
“supervivencia” del más apto, que es aquél que incorpora las 
mutaciones más adecuadas (Gupta et al., 2015). Con esta 
estrategia, se obtienen variantes de la enzima y se genera una 
librería de mutantes. Estas mutaciones se pueden crear por 
PCR propensa a error, recombinación al azar, extensión 
escalonada o mediante recombinación aleatoria de cebadores. 
La identificación y selección de los clones, en los que se ha 
generado una mayor mejora en la propiedad deseada 
(estabilidad, especificidad, eficiencia…), se realiza, 
generalmente, mediante técnicas espectrofotométricas de alto 
rendimiento (high throughput). A pesar de que con esta técnica 
no es necesario que esté definida la estructura tridimensional 
de la enzima, como se ha mencionado anteriormente, ni su 
mecanismo catalítico, sí es necesario conocer la secuencia del 
gen codificante, tener un sistema de expresión adecuado 
(como Saccharomyces cerevisiae o Yarrowia lipolytica) y un 
método efectivo para crear bibliotecas de mutantes que luego 
se ensayan mediante un sistema de selección adecuado para 
seleccionar las variantes con mayor actividad, o la actividad 
deseada (Bornscheuer, 2002; Borrelli and Trono, 2015; 
Duquesne et al., 2012). 
Otra herramienta para estudiar, y así poder mejorar, el 
comportamiento de las enzimas se basa en las simulaciones 
computacionales mediante aproximaciones de dinámica 
molecular. Estos métodos pueden predecir los cambios que 
experimenta la enzima a diferentes pHs, temperaturas o en un 
solvente en concreto. En el caso de las lipasas se utiliza 
principalmente para analizar la interacción con una interfaz 
sustrato-agua, lo que da información sobre el mecanismo 
molecular, y para analizar el impacto de mutaciones en la tapa y 
regiones hidrofóbicas (sitio unión a sustrato o superficie), y guiar 
 25 Introducción 
el diseño de variantes mejoradas (Gruber and Pleiss, 2012; Khan 
et al., 2017).  
Por último, la inmovilización puede ser fundamental para la 
viabilidad económica de una enzima a nivel industrial. Además 
de favorecer su recuperación y reutilización, es una 
aproximación para modificar casi todas las propiedades 
enzimáticas ya que puede mejorar su estabilidad, haciéndolas 
más robustas y, por lo tanto, más resistentes a condiciones de 
reacción severas (Filho et al., 2019; Mateo et al., 2007). Puesto 
que una proteína inmovilizada puede tener propiedades distintas 
dependiendo del tipo de inmovilización, es importante ensayar 
distintas estrategias y disponer de una batería de 
biocatalizadores con diferentes propiedades para distintas 
aplicaciones  (Mateo et al., 2007; Sheldon and van Pelt, 2013). 
Más adelante comentaremos los distintos tipos de 
inmovilización, soportes, ventajas y desventajas, y algunos 
ejemplos de lipasas inmovilizadas para biocatálisis. 
1.2.5. Principales aplicaciones industriales de las lipasas 
La producción y degradación de ésteres por biocatálisis se 
desarrolla en condiciones suaves y mediante procesos limpios, 
específicos y selectivos. Además de estas ventajas, inherentes a 
cualquier reacción enzimática, las aplicaciones industriales de 
las lipasas son innumerables tanto en hidrólisis como en 
síntesis, gracias a su robustez y versatilidad catalítica. La más 
utilizadas en biotecnología son de origen microbiano, y entre 
ellas podemos citar las lipasas fúngicas Cal B® de C. antarctica, 
las lipasas de C. rugosa, la RML®, la ROL® de Rhizopus oryzae, la 
TLL® de T. lanuginosus y la bacteriana BCL® de Burhkolderia 
cepacia (Adlercreutz, 2013). En la Figura 1.4 se presentan 







Figura 1.4. Aplicaciones industriales más habituales de las lipasas 
microbianas. 
 
Industria alimentaria y bebidas. Se han utilizado lipasas 
microbianas para la hidrólisis de la grasa de la leche con el fin 
de aumentar el sabor de productos derivados del queso, y para 
la producción de aceites y grasas funcionales o enriquecidos 
incorporados a los preparados sustitutos de la leche materna o 
de la manteca de cacao (Ferreira-Dias et al., 2013; Gupta et al., 
2015).  
Entre las aplicaciones más relevantes en este campo están 
dos de las evaluadas en esta tesis: la producción de ésteres de 
ácidos grasos volátiles (o de cadena corta) y la de ésteres de 
esteroles vegetales, cuyo interés explicaremos en más detalle a 
continuación. Los esteroles libres y los ésteres de ácidos grasos 
volátiles pueden extraerse de fuentes naturales, pero a muy baja 
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concentración, y para su uso industrial estos ésteres se obtienen 
generalmente por transformación química (Brault et al., 2014; 
Chen et al., 2008; Longo and Sanromán, 2006). Las condiciones 
de estos procesos, altas temperaturas y catalizadores no 
selectivos, generan productos secundarios no deseados (Ivić et 
al., 2016; Khan and Rathod, 2015) por lo que los ésteres 
sintetizados químicamente no tienen la consideración de 
productos naturales (Longo and Sanromán, 2006; Martins et al., 
2013; SÁ et al., 2017). En los últimos años ha crecido la 
importancia de los productos de origen biológico gracias a las 
preferencias manifestadas por los consumidores y a la existencia 
de normas que promueven la producción de compuestos 
naturales. Los ésteres producidos enzimáticamente sí cumplen 
con las normativas europeas y americanas para ser considerados 
compuestos naturales (Khan and Rathod, 2015; SÁ et al., 2017) 
y, por tanto, el mercado de estos productos está en franca 
expansión. 
 
Tabla 1.1. Características sensoriales de los ésteres de ácidos grasos 
volátiles en función de la longitud de la cadena del ácido graso y el alcohol 








Los ésteres de ácidos grasos volátiles contribuyen al aroma y 
sabor natural de las frutas y verduras, y se utilizan ampliamente 
como aditivos en las industrias farmacéutica, cosmética y 
alimentaria (Khan and Rathod, 2015; SÁ et al., 2017). Sus 
características sensoriales difieren en función de la longitud de 
la cadena del ácido y el alcohol (Tabla 1.1). 
Hasta el momento, se han utilizado varias lipasas fúngicas 
(las de C. rugosa, Cal B®, RML®, ROL® y TLL®) para la síntesis de 
estos aditivos mediante esterificación directa de ácidos grasos 
volátiles y alcoholes (Ansorge-Schumacher and Thum, 2013; Ivić 
et al., 2016; Khan and Rathod, 2015; Martins et al., 2014). 
Por otra parte, las lipasas también se emplean para la 
lipofilización de fitoesteroles, con el fin de facilitar su inclusión 
en alimentos grasos y de mejorar las propiedades de sus 
precursores (Borrelli and Trono, 2015; Lai et al., 2019). Los 
fitoesteroles y fitoestanoles (formas saturadas de los 
fitoesteroles) son sustancias bioactivas, con efecto 
hipocolesterolémico, que se encuentran en los frutos, semillas, 
hojas y tallos de casi todos los vegetales conocidos. Su estructura 
química, similar a la del colesterol, parece ser la responsable de 
sus efectos beneficiosos, y se ha descrito que los estanoles y sus 
ésteres son más efectivos reduciendo los niveles de colesterol 
LDL, tanto exógeno como endógeno, que los esteroles y sus 
ésteres (16,4-17,1% frente a 8,3-8,4%) (Cusack et al., 2013; 
Musa-Veloso et al., 2011). Existen varias teorías sobre su 
mecanismo de actuación, como la formación de micelas mixtas 
en el proceso de digestión que impiden su absorción o la 
competencia de ambos esteroides por los mismos receptores 
debido a su analogía estructural (Figura 1.5) (López Luengo, 
2005; Ostlund, 2007). Sin embargo, la ingestión de fitosteroles a 
través de aceites vegetales, semillas y cereales, es insuficiente 
para producir estos efectos beneficiosos, por lo que se incorporan 
a la dieta a través de alimentos funcionales (nutracéuticos) 
(Wildman and Kelley, 2007). 
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Figura 1.5. Estructura química general de fitoesteroles, fitoestanoles y 
colesterol.  
 
El uso de esteroles y estanoles libres como complementos 
dietéticos está limitado por su alto punto de fusión y su baja 
solubilidad en agua y grasa, pero su conversión en ésteres de 
ácidos grasos de cadena media o larga modifica sus propiedades 
físicas. Los ésteres son más biodisponibles, tienen consistencia 
semilíquida y propiedades comparables a las de las grasas y 
aceites comestibles. Todo esto facilita su incorporación a 
alimentos grasos como mantequillas y yogures. Para su síntesis 
enzimática, se han ensayado varios preparados comerciales que 
contienen lipasas microbianas (Maeda et al., 2008; Negishi et al., 
2003; Tôke et al., 2007; Torrelo et al., 2012; Villeneuve et al., 
2005; Vu et al., 2004; Weber et al., 2001a) y existen varias 
patentes al respecto (Barba et al., 2011; Basher and Plat, 2004; 
Norinobu et al., 2003; Seo et al., 2006; Soee and Joergensen, 
2010).  
Industria cosmética. Las lipasas pueden incluirse como 
ingredientes activos en formulaciones cosméticas, 
principalmente para limpieza o para la liberación controlada in 
situ de un ingrediente activo, o emplearse como biocatalizadores 
en la síntesis de productos específicos, como ésteres con 
propiedades emulsionantes, aromas y compuestos bioactivos 
(Ansorge-Schumacher and Thum, 2013; Borrelli and Trono, 
2015). Algunos ejemplos de sustancias en cosméticos 




antiobesidad y preparados para la ondulación del cabello (Hasan 
et al., 2006). 
Industria papelera. Las lipasas se utilizan de forma rutinaria 
para eliminar depósitos lipídicos indeseados (triglicéridos y 
ésteres de esteroles) formados durante la producción de pastas 
de papel, conocidos como pitch (Gutiérrez et al., 2001), lo que ha 
permitido crear métodos de blanqueo más respetuosos con el 
medio ambiente. En la industria del papel reciclado, también 
pueden participar en la eliminación de stickies, producidos por 
la deposición de restos de adhesivos y otros productos (Cedillo et 
al., 2013), y en el destintado (Hasan et al., 2006).  
Biocombustibles. Mediante 
transesterificación/esterificación catalizada por lipasas se puede 
obtener biodiesel. Este biocombustible es un líquido no tóxico y 
biodegradable, compuesto de ésteres alquílicos de ácidos grasos 
de cadena larga, y obtenido a partir de recursos renovables. 
Tiene propiedades de combustión comparables a las del diésel 
convencional, y su uso en mezclas mejora la eficiencia del motor 
y reduce el consumo de combustible. Cuando se utiliza en 
mezclas, también se reducen las emisiones de partículas, 
hidrocarburos, CO, CO2, SOx, y el NOx liberado (Suresh et al., 
2018). El biodiesel suele producirse químicamente mediante 
alcoholisis de triglicéridos con un alcohol de cadena corta, 
catalizada por ácidos o bases a altas temperaturas (Al-Zuhair, 
2007). Sin embargo, la biocatálisis se está convirtiendo en una 
alternativa ecológica y eficiente a nivel industrial, y es otra de las 
aplicaciones estudiadas en esta tesis. 
La viabilidad económica de estos procesos depende, en gran 
medida, del precio de la materia prima, que debería representar 
menos del 50% de los costes de producción (Jamil et al., 2018). 
Las tecnologías de primera generación (1G), basadas en el 
empleo de aceites de semillas, proporcionan la mayor parte de 
los combustibles líquidos obtenidos en la actualidad a partir de 
biomasa, pero son ética, ambiental y económicamente 
insostenibles. Sin embargo, se pueden utilizar residuos lipídicos, 
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como aceites de cocina usados y grasas animales, como materias 
primas renovables y competitivas para producir biodiesel 2G. Si 
combinamos el empleo de un proceso verde con el uso de 
residuos urbanos o industriales (como aceites de cocina usados) 
como sustratos, tendremos un bioproceso limpio, selectivo y 
económicamente viable. 
Aparte de las ventajas medioambientales del proceso 
enzimático frente al químico, hay que destacar que: a) las 
enzimas son selectivas, y generan exclusivamente los productos 
esperados, rindiendo una mezcla de ésteres y glicerol; b) este 
glicerol está limpio (Christopher et al., 2014), y puede utilizarse 
para otras aplicaciones; y c) en el proceso enzimático los ácidos 
grasos libres también se esterifican (Borrelli and Trono, 2015; 
Gupta et al., 2015; Hasan et al., 2006), contribuyendo a los 
rendimientos finales y facilitando la purificación posterior de los 
ésteres (Luna et al., 2017). 
El coste de los biocatalizadores y su posible inhibición por los 
alcoholes de cadena corta y el glicerol son dos de las principales 
limitaciones para la aplicación industrial del proceso enzimático. 
Sin embargo, una enzima inmovilizada que mantenga o mejore 
la actividad catalítica de su forma soluble y que pueda 
reutilizarse a lo largo de sucesivos ciclos de síntesis evita esa 
limitación (Miao et al., 2018; Tacias-Pascacio et al., 2017, 2016). 
Industria química. Una de las aplicaciones más importantes 
de las lipasas es la producción de jabones y productos de 
limpieza, también incorporándolas directamente a las 
formulaciones de detergentes junto con proteasas, amilasas y 
celulasas, para eliminar manchas de grasa. Las lipasas 
utilizadas en este caso suelen ser estables a altas temperaturas 
y medios alcalinos (Hasan et al., 2006). Las ventajas de su uso 
son múltiples ya que al ser biodegradables se reduce el impacto 
negativo de los detergentes en las aguas residuales y permite 





Otra aplicación muy en auge actualmente es la producción de 
biopolímeros biobasados y biodegradables de forma altamente 
selectiva (Casas-Godoy et al., 2012; Jaeger and Eggert, 2002). 
Por ejemplo, el ácido poliláctico se sintetiza enzimáticamente 
mediante polimerización por apertura de anillo de lactonas y por 
policondensación (Chuensangjun et al., 2012; Yeniad et al., 
2011). 
Industria farmacéutica y médica. La estereoespecificidad y 
enantioselectividad de muchas lipasas permite sintetizar 
ingredientes farmacéuticos activos enantiopuros o sus 
intermediarios mediante resolución racémica. Como ejemplos, 
mencionaremos los intermediarios en la síntesis del 
antihipertensivo Captopril o del anticancerígeno Paclitaxel o 
compuestos activos como el flurbiprofreno (Gupta et al., 2015; 
Hasan et al., 2006; Lai et al., 2019). En el ámbito médico, se 
utilizan lipasas inmovilizadas sobre electrodos de pH/oxígeno, 
en combinación con otras enzimas o no, como biosensores que 
detectan lípidos, triglicéridos y colesterol en sangre, además, 
también se administran como complemento alimenticio para 
mejorar la digestión (Hasan et al., 2006). 
Industria textil. El desengrasado es una etapa esencial en la 
preparación de materias primas grasas, como las pieles y cueros 
de origen animal. Gracias a las lipasas el acabado de estos 
productos tiene una apariencia más limpia y un color más 
uniforme, se mejoran las propiedades hidrofóbicas del cuero, y 
el proceso es más eficiente y respetuoso con el medio ambiente 
(Hasan et al., 2006). 
Medioambiente. En biorremediación, se utilizan 
microorganismos productores de lipasas para degradar 
contaminantes como aceites, hidrocarburos, plásticos y 
pesticidas (Hasan et al., 2006; Kumar et al., 2020). Además, 
residuos grasos de distintas industrias pueden ser utilizados 
como sustratos por las lipasas, en un contexto de economía 
circular, generando nuevos productos con un valor añadido. Un 
ejemplo de ello se ha estudiado en esta Tesis, utilizando un aceite 
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de cocina usado para la síntesis de distintos compuestos con 
aplicación industrial. 
1.2.6. Lipasas utilizadas en este trabajo 
Para la realización de esta Tesis se han seleccionado varias 
lipasas comerciales no regioselectivas, aplicadas en numerosos 
bioprocesos, para compararlas con la lipasa versátil de O. piceae 
expresada en P. pastoris (OPEr). La mayoría de ellas se han 
inmovilizado y empleado en algunas de las aplicaciones 
evaluadas. En la Tabla 1.2 re resumen las características más 
importantes de estas lipasas. 
Lipasas A y B de C. antarctica. La levadura C. antarctica fue 
aislada del lago hipersalino Vanda (Antártida) en 1960. A partir 
de ella se caracterizaron y purificaron las lipasas A (Cal A®) y B 
(Cal B®), que posteriormente fueron clonadas y sobreexpresadas 
en Aspergillus oryzae por Novo Nordisk (ahora Novozymes) 
(Wikmark, 2015). 
 Cal A®. Esta isoenzima cuya homología de secuencia con 
otras α/β-hidrolasas es baja, destaca por su elevada 
estabilidad térmica y a pH ácido (Wikmark, 2015). Posee una 
tapa de 92 residuos, tiene dos láminas β C-terminales y 
muestra moderada activación interfacial. En el centro activo, 
la zona de unión al sustrato tiene forma de túnel y por sus 
dimensiones puede aceptar ácidos grasos de cadena larga. 
El sitio de unión del alcohol es amplio, permitiendo el acceso 
de sustratos voluminosos (incluso alcoholes terciarios). En la 
hidrólisis de triglicéridos, tiene preferencia por la posición 
sn-2. Esta preferencia no se ha observado en 
interesterificaciones, pero sí esterifica preferentemente las 
formas trans- más comunes de los ácidos grasos (Domínguez 
de María et al., 2005; Ericsson et al., 2008; Widmann et al., 
2010). Cal A® se ha utilizado para la preparación de 
compuestos enantioméricamente puros, como β-
aminoácidos o ésteres (Domínguez de María et al., 2005; Hari 
Krishna et al., 2002; Wikmark, 2015) y en las industrias del 




ésteres de resina de muy alto punto de fusión (Kirk and 
Christensen, 2002). 
 Cal B®. Esta enzima es quizás la más conocida y utilizada en 
aplicaciones industriales. De tamaño mucho menor, su 
termoestabilidad a 70 °C es muy inferior. Hay que destacar 
que Cal B® tiene una tapa peculiar, tan pequeña que no llega 
a ocluir la entrada al centro activo, y se discute si presenta 
o no actividad interfacial.  
El centro activo es de tipo hendidura y se ha observado su 
preferencia por la posición sn-3 en la hidrólisis de 
triglicéridos. Por alto grado de regio- y enantioselectividad, 
se ha utilizado intensamente para acilación de 
carbohidratos, resolución de alcoholes, aminas y ácidos 
racémicos, o preparación de compuestos ópticamente 
activos (Kirk and Christensen, 2002). Novozym 435 es la 
forma comercial de Cal B® inmovilizada mediante adsorción 
sobre un polímero macroporoso, y es la preparación de 
lipasa inmovilizada más descrita en la literatura (Ortiz et al., 
2019). 
Eversa®. En esta Tesis se ha utilizado el preparado comercial 
Eversa® Transform 2.0 (NS-40116), desarrollado por Novozymes 
y lanzado al mercado en 2014 para la síntesis de biodiesel a 
partir de aceites usados. Eversa® contiene un extracto crudo de 
una versión de la lipasa TLL®, modificada genéticamente y 
producida en A. oryzae (Fraga et al., 2019; Gutiérrez-Lazaro et 
al., 2018; Price et al., 2016). No hay información estructural 
disponible acerca de esta enzima comercial, sin embargo, Fraga 
et al. (2019) determinaron por MALDI-TOF-MS que la masa 
molecular de la proteína monoglicosilada es 31,6 kDa, lo que 
coincide con lo descrito por Gonçalves et al. (2014) para la lipasa 
de T. lanuginosus monoglicosilada (31,5 kDa). Debido a su 
actividad y eficiencia en la síntesis de biodiesel, varios trabajos 
recientes tratan la inmovilización de Eversa® (Arana-Peña et al., 
2018; Facin et al., 2018; Remonatto et al., 2018). 
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Tabla 1.2. Estructura y principales características de las lipasas utilizadas en esta 
Tesis, *aunque se observan fenómenos de hiperactivación (4Arana-Peña et al., 
2019; 2Barba Cedillo et al., 2012; 3Brocca et al., 2003; 1Calero-Rueda et al., 2002b; 
4Dimitrijević et al., 2012; 6Fernandez-Lafuente, 2010; 2Gutiérrez-Fernández et al., 
2014; 5Kirk and Christensen, 2002; 5Skjøt et al., 2009; 3Vaquero et al., 2016; 



































































































































































































































































































































































































































































Lipasas de C. rugosa (CRL). Hasta el momento se ha 
establecido que existen 7 genes involucrados en la producción de 
lipasas por C. rugosa. Cinco de ellas están bioquímicamente 
caracterizadas (Lip1-Lip5, denominadas también CRL1-CRL5), y 
los preparados comerciales contienen una mezcla de isoenzimas, 
aunque en diferentes proporciones (siendo CRL1 la mayoritaria), 
además de otras proteínas (normalmente menos del 10%) y de 
estabilizadores como la lactosa (Domínguez de María et al., 
2006b). Estas isoenzimas tienen una alta identidad de secuencia 
(77-88%). A pesar de su similitud, su estabilidad a pH y 
temperatura, y su especificidad de sustrato difieren (Barriuso et 
al., 2016). Todo esto, junto a las diferencias entre los preparados 
comerciales, conllevan problemas para su utilización en 
bioprocesos. Sin embargo, es uno de los biocatalizadores más 
frecuentemente usados para la resolución de mezclas racémicas 
(Domínguez de María et al., 2006a). 
Lipasa versátil de O. piceae (OPE y OPEr). El hongo 
ascomiceto dimórfico O. piceae fue aislado a partir de muestras 
de madera en nuestro laboratorio, y seleccionado por presentar 
actividades lipasa y esterol esterasa. Estas actividades se deben 
a una única enzima, la lipasa versátil OPE, que inicialmente fue 
descrita como una esterol esterasa con actividad sobre 
triglicéridos (Calero-Rueda et al., 2002b). El gen ope se clonó y 
se expresó en diferentes hospedadores heterólogos para producir 
la proteína, obteniendo los mejores resultados en P. pastoris 
(OPEr). Esta enzima es más estable a pH básico y, además, 
presenta mucha mayor eficacia catalítica que la enzima nativa, 
lo que se debe a que es más soluble y tiene una menor tendencia 
a agregar. Este incremento en solubilidad se debe a que OPEr 
presenta en su secuencia 6-8 aminoácidos más que OPE en el 
extremo N-terminal, consecuencia de la estrategia de clonación 
y de errores en el procesamiento de la proteína en P. pastoris 
(Vaquero et al., 2016), por lo que se encuentra principalmente 
como monómero y dímero (Vaquero et al., 2015a). No se ha 
observado activación interfacial en estas enzimas y, tras su 
cristalización, se describió que su centro activo tiene forma de 
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túnel (Gutiérrez-Fernández et al., 2014). Antes de comenzar esta 
Tesis, OPE y OPEr ya se habían utilizado en la síntesis de ésteres 
de fitoesteroles (Barba et al., 2011), la hidrólisis de triglicéridos 
y ésteres de esteroles (Calero-Rueda et al., 2002a) y del polivinil 
acetato (Cedillo et al., 2013) o la síntesis de Ɛ-caprolactona 
(Vaquero et al., 2015b).  
 
1.3. Inmovilización 
Como ya hemos comentado, la inmovilización es una de las 
estrategias más exitosas dirigidas a mejorar el rendimiento de las 
enzimas para su uso industrial. 
La inmovilización de la enzima se define como el proceso en 
el que una enzima soluble es “atrapada” para generar un 
catalizador enzimático insoluble, activo, estable y reutilizable. La 
aplicación de esta técnica va mucho más allá del reciclado de la 
enzima, puesto que tras un procedimiento apropiado de 
inmovilización se pueden mejorar propiedades tan importantes 
como su actividad catalítica, su estabilidad frente disolventes no 
acuosos, altas temperaturas o valores extremos de pH, su 
selectividad o su especificidad (Bernal et al., 2018; Cao, 2005). 
Además, el uso de enzimas inmovilizadas facilita un buen control 
del proceso y permite recuperar el biocatalizador, minimizando o 
eliminando la contaminación del producto formado con proteína 
(Sheldon and van Pelt, 2013). Esto es especialmente importante 
si el compuesto sintetizado se destina a un uso alimentario, 
cosmético o farmacéutico, ya que se evita la alergenicidad 
derivada de la absorción de los restos de catalizador (Ansorge-
Schumacher and Thum, 2013). En el caso de las enzimas que 
actúan en medio orgánico, como las lipasas, se suma además el 
hecho de que la actividad de la enzima inmovilizada suele 
superar la de la enzima soluble en estas condiciones 
(Adlercreutz, 2013). 
Para la inmovilización de enzimas pueden utilizarse muchas 




desarrollo de un procedimiento de inmovilización implica (Figura 
1.6): 
i. Selección de un soporte (material, estructura…) de bajo 
coste, con una química de superficie adecuada 
(funcionalización), que definirá el método de unión de la 
enzima. 
ii. Evaluación de las condiciones experimentales durante el 
proceso según el método elegido, a fin de optimizar el 
rendimiento (es decir, un alto rendimiento de 
inmovilización y una buena actividad). 
iii. Caracterización del comportamiento catalítico del 
biocatalizador resultante en condiciones operacionales. 
 
 
Figura 1.6. Esquema del procedimiento que debe seguirse para el desarrollo 
de un biocatalizador inmovilizado. 
 
La elección del método de inmovilización y el soporte debe 
basarse en el compromiso entre actividad, estabilidad, facilidad 
de manipulación y coste. Sin embargo, no existe un método 
general aplicable para la inmovilización de cualquier enzima y, 
normalmente, se logra obtener el biocatalizador adecuado 
mediante ensayo y error (Hanefeld et al., 2009), ya que el mejor 
procedimiento varía dependiendo de la enzima y la aplicación 
(Cao, 2005). Por tanto, cabe destacar la importancia de la 
ingeniería de biocatalizadores y la conveniencia de ensayar 
distintos métodos de inmovilización para seleccionar el más 
adecuado para una determinada aplicación (Cantone et al., 
2013; Mateo et al., 2007; Sheldon and van Pelt, 2013). Desde 
hace algunos años, mediante análisis in silico es posible 
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identificar residuos o dominios de la proteína implicados en la 
unión con el soporte y así predecir la posible conformación de la 
enzima inmovilizada (Talasaz et al., 2006). Además, se pueden 
modelar las condiciones de inmovilización óptimas y las 
propiedades que debe tener el soporte (Martínez and Avila, 2012; 
Torres-Salas et al., 2011a).  
1.3.1. Soportes 
El soporte es el material sobre el que se inmoviliza la enzima. 
Aunque en principio se pensaba que su papel se limitaba 
estrictamente al andamiaje para la inmovilización, actualmente 
se sabe que afecta al comportamiento y la aplicabilidad de la 
enzima (Cao, 2005), por lo que la selección del más adecuado es 
una decisión crítica (Santos et al., 2015; Zdarta et al., 2018). Los 
avances en las ciencias de materiales nos permiten disponer de 
un amplio rango de soportes de distinta naturaleza química, área 
superficial, geometría interna (por ej., porosidad), con diferentes 
grupos activos y resistencia mecánica (Santos et al., 2015) y 
dotados de las características necesarias para este uso que se 
representan en la Figura 1.7 (Hanefeld et al., 2009; Sirisha et al., 
2016; Zdarta et al., 2018). 
 
 
Figura 1.7. Características esenciales de los materiales usados como 






Desde hace algunos años, se ha despertado un gran interés 
en el uso de nanomateriales (nanopartículas, nanotubos, 
materiales mesoporosos y membranas de nanofibras) como 
soportes de inmovilización (Cipolatti et al., 2016). Estos 
materiales tienen una gran área superficial y, en la mayoría de 
los casos, no tienen poros, de modo que las enzimas se disponen 
en su superficie evitando que se produzcan problemas de 
difusión interna. Además, permiten la unión de la enzima por 
múltiples puntos, haciéndola más estable (Garcia-Galan et al., 
2011). En función de su naturaleza química, podemos clasificar 
los soportes en dos grandes grupos: orgánicos e inorgánicos 
(Guisan, 2006). 
Orgánicos. Esta categoría agrupa biopolímeros y polímeros 
sintéticos obtenidos de fuentes naturales renovables. Los 
biopolímeros incluyen polisacáridos (como la celulosa, quitina, 
quitosanos y, sobre todo, alginato y agarosa) y proteínas (como 
la albúmina, el colágeno o la queratina). Por su bajo coste y su 
origen renovable, en los últimos años se está poniendo especial 
interés en el uso de celulosa como soporte, tanto en forma de 
microcelulosa como en forma de membranas (Jesionowski et al., 
2014). En cuanto a los soportes fabricados con polímeros 
sintéticos, su estructura y propiedades dependerán de su 
composición monomérica y de su funcionalización (Zdarta et al., 
2018). Entre los más conocidos están el poliestireno, el 
policloruro de vinilo (PVC), y otros comerciales como Amberlite, 
Sepabeads o Eupergit (Jesionowski et al., 2014; Sirisha et al., 
2016; Zdarta et al., 2018). 
Inorgánicos. Estos soportes tienen una alta estabilidad 
frente a la degradación física, química y microbiana, pero su 
biocompatibilidad es limitada y tienen menor afinidad por las 
biomoléculas que los soportes orgánicos (Zdarta et al., 2018). En 
este grupo, cabe destacar los soportes de sílice (silicagel, zeolita 
o nanopartículas), con -OH superficiales que facilitan su 
funcionalización (Sirisha et al., 2016; Zdarta et al., 2018) y los 
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soportes compuestos por óxidos metálicos. Entre ellos, son 
especialmente importantes los óxidos de hierro como la 
magnetita (Fe3O4), cuyas propiedades magnéticas permiten 
recuperar fácilmente el biocatalizador inmovilizado aplicando un 
campo magnético. Estos soportes pueden prepararse en forma 
de nanopartículas y es necesario recubrirlos con una capa, 
generalmente de sílice, para evitar su oxidación (Zucca and 
Sanjust, 2014). Las nanopartículas magnéticas (MNPs) tienen un 
comportamiento superparamagnético (solo se magnetizan en 
presencia de un campo magnético externo), una alta estabilidad 
mecánica y una baja porosidad, lo que reduce problemas 
estéricos (Bilal et al., 2018). 
Para mejorar las propiedades de los soportes suele ser 
necesario modificarlos con grupos reactivos. El tipo y la cantidad 
de grupos funcionales determinarán su carácter 
hidrófobo/hidrófilo, el tipo de interacción (covalente o por 
adsorción) que podrá establecer con la enzima (Zdarta et al., 
2018), y además estos grupos pueden actuar como brazo 
espaciador entre enzima y soporte proporcionando flexibilidad a 
la enzima (Shuai et al., 2017). 
1.3.2. Tipos de inmovilización 
Las técnicas disponibles para la inmovilización son variadas, 
y las propiedades del biocatalizador inmovilizado dependen de la 
interacción entre el soporte, la enzima y el método utilizado 
(Cantone et al., 2013). 
Para elegir el mejor método de inmovilización, además del 
soporte, han de tenerse en consideración las características de 
la enzima (tamaño, glicosilación, regiones hidrofóbicas…), el 
medio de reacción en el que se desarrollará la biocatálisis y la 
estabilidad de la enzima en las condiciones de inmovilización 
(Hanefeld et al., 2009).  
De forma básica, los métodos de inmovilización pueden 






Figura 1.8. Clasificación de métodos de inmovilización de enzimas. 
 
Métodos Físicos 
Adsorción. Estas interacciones físicas entre enzima y soporte 
se establecen mediante enlaces débiles, como puentes de 
hidrógeno o interacciones electrostáticas, hidrofóbicas o de van 
der Waals. Son reversibles, y pueden verse afectadas por cambios 
en la fuerza iónica del medio, el pH, la temperatura y el tipo de 
agitación, causando el lixiviado de las enzimas en medio acuoso. 
Una de sus ventajas es que no requieren la adición de agentes 
químicos, evitando así la modificación química de las enzimas 
(Filho et al., 2019). 
Por su relación con la presente Tesis, nos centraremos en la 
inmovilización sobre soportes hidrofóbicos. Este procedimiento 
es habitual para las lipasas, ya que éstas poseen regiones y/o 
dominios hidrofóbicos, como la tapa, que se pueden unir a la 
superficie hidrofóbica de un soporte, de modo que la lipasa queda 
inmovilizada en conformación activa. Esto se ha atribuido a su 
activación interfacial (Fernandez-Lafuente et al., 1998), y se ha 
sugerido que el mecanismo de interacción entre la lipasa y el 
soporte hidrofóbico es más de pseudo-afinidad que de 
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hidrofobicidad (Rodrigues et al., 2019). Una ventaja adicional de 
este tipo de inmovilización es que suele ir acompañada de la 
purificación de la lipasa, ya que en las condiciones utilizadas son 
las únicas proteínas que se fijan al soporte. No obstante, este 
sencillo y eficiente método tiene un gran inconveniente, que es la 
desorción de la enzima en determinadas condiciones de reacción, 
que trae consigo su inactivación operacional y la contaminación 
del producto (Garcia-Galan et al., 2011; Weinberger et al., 2018). 
Encapsulación/atrapamiento. Estos métodos se basa en la 
retención de las enzimas en geles poliméricos porosos que 
permiten el paso de los sustratos y productos pero no de la 
enzima (Filho et al., 2019). La encapsulación protege a la enzima 
del contacto directo con el medio de reacción, protegiéndola así 
de la inactivación. Sus principales desventajas son el lixiviado de 
la enzima y la resistencia a la transferencia de masa, que impide 
su aplicación con sustratos grandes (Brady and Jordaan, 2009; 
Filho et al., 2019; Hanefeld et al., 2009). Los hidrogeles, el 
quitosano, el alginato, la poliacrilamida y el sílica-gel están entre 
los polímeros más usados (Borges Reis et al., 2019; Sheldon and 
van Pelt, 2013) 
Métodos Químicos 
Unión covalente. Este método irreversible de inmovilización 
se basa en el establecimiento de uniones covalentes entre los 
aminoácidos activos localizados en la superficie de la proteína y 
los grupos funcionales unidos al soporte, y una de sus ventajas 
es que se evita la pérdida de enzima en el medio de reacción 
(Filho et al., 2019; Sirisha et al., 2016). 
Tras su unión covalente, la enzima queda modificada 
fisicoquímicamente, y fijada al soporte en una conformación más 
o menos rígida. Las técnicas covalentes se basan habitualmente 
en procesos químicos relacionados con la formación de bases de 
Schiff o de enlaces amida, y para ello es necesario que la 
superficie del soporte disponga de grupos funcionales (amino, 
aldehído, carboxilo, epoxi…) que permitan establecer uniones 




activar los soportes son el glutaraldehído y el glioxal, que 
también sirven como espaciadores (Borges Reis et al., 2019). En 
función de su longitud, permitirán una mayor o menor 
flexibilidad conformacional de la proteína. Los espaciadores 
largos pueden ser ventajosos para enzimas como las lipasas, que 
sufren cambios conformacionales significativos al interactuar 
con el sustrato, mientras que los cortos pueden conferir una 
mayor estabilidad térmica, ya que restringen la movilidad de la 
enzima e impiden su desnaturalización (Filho et al., 2019; 
Hanefeld et al., 2009). En cuanto a la enzima, los grupos más 
frecuentemente implicados en la formación de enlaces covalentes 
con el soporte son el NH2 del aminoácido N-terminal y los ε-
amino de las cadenas laterales de la lisina, los carbonilos γ- y β- 
de los ácidos aspártico y glutámico, los sulfhidrilo de la cisteína, 
los imidazol de la histidina, y el guanidino de la arginina. Si la 
enzima a inmovilizar es una glicoproteína, algo muy común en 
enzimas eucariotas extracelulares, se pueden oxidar sus cadenas 
glucídicas para generar aldehídos, empleándolos como puntos de 
anclaje al soporte activado con grupos -NH2 (Cao, 2005), aunque 
este es un método poco común.  
El pH de inmovilización es importante para el ataque 
nucleofílico a un grupo epóxido o un aldehído sobre el soporte. 
En el caso del aldehído, la imina formada puede reducirse 
posteriormente (utilizando NaBH4) asegurando una 
inmovilización irreversible. Las carbodiimidas también pueden 
utilizarse, formando un enlace amida con un grupo ácido (Borges 
Reis et al., 2019; Hanefeld et al., 2009). 
Por otra parte, la unión entre proteína y soporte puede 
producirse por múltiples puntos, lo que reduce su flexibilidad 
conformacional. Esto ocurre generalmente al inmovilizar 
enzimas sobre soportes funcionalizados con grupos aldehído 
(Borges Reis et al., 2019; Hanefeld et al., 2009), dando lugar a 
ordenaciones muy rígidas, capaces de mantener la estructura de 
la enzima sin cambios frente a agentes desnaturalizantes como 
el calor, los solventes orgánicos, pHs extremos y otros. Sin 
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embargo, también puede alterar el centro activo de la enzima, 
inactivándola (Filho et al., 2019). 
Entrecruzamiento. Este método de inmovilización, que no 
requiere soporte, utiliza un agente entrecruzante bifuncional que 
forma enlaces covalentes intra- e intermoleculares con grupos 
específicos de aminoácidos presentes en la superficie de la 
enzima. Las preparaciones de proteína entrecruzada pueden 
utilizar enzima cristalizada (cross-linked enzyme crystals, 
CLECs) o precipitada (cross-linked enzyme aggregates, CLEAs). 
Es este segundo tipo el que se ha hecho más popular, puesto que 
permite inmovilizar el 100% de la proteína sin cristalizarla (Cao 
et al., 2000; Filho et al., 2019; Schoevaart et al., 2004; Sheldon, 
2019). La agregación de la enzima se consigue mediante 
precipitación con sales (sulfato amónico), solventes orgánicos 
(acetona, alcoholes), polímeros no iónicos o ácidos (Hanefeld et 
al., 2009), y es fundamental que este tratamiento no afecte a su 
estructura tridimensional para preservar su actividad (Cao et al., 
2000). En ocasiones, estos compuestos provocan una 
hiperactivación de la actividad enzimática, debido a cambios 
conformacionales inducidos por el estado de agregación 
(Schoevaart et al., 2004). Por otra parte, entre los compuestos 
utilizados para el entrecruzamiento de las proteínas precipitadas 
podemos mencionar el glioxal, formaldehído o la etilendiamina 
(Borges Reis et al., 2019) pero, sin duda, el glutaraldehído (GA) 
es el más empleado. Este reactivo, que interacciona con grupos 
-NH2 de aminoácidos localizados en la superficie, ha sido 
utilizado como agente entrecruzante durante décadas debido a 
su bajo coste y a su gran disponibilidad comercial. Sin embargo, 
es sumamente reactivo y es necesario optimizar su 
concentración, el tiempo de reacción y la relación GA:proteína 
para evitar la pérdida de actividad de la enzima (Borges Reis et 
al., 2019). 
Las CLEAs suelen tener una buena actividad catalítica y bajo 
coste de producción debido a la ausencia del soporte sólido (Filho 
et al., 2019), aunque su robustez mecánica es escasa y al 




suelen compactarse y perder efectividad (Sheldon, 2019). Se han 
diseñado métodos destinados a optimizar estas preparaciones, 
incluyendo en su síntesis proteínas no catalíticas (por ejemplo, 
seroalbúmina bovina) para mejorar el entrecruzamiento y 
aumentar su porosidad para disminuir las limitaciones de 
transferencia de masa de los sustratos, o incluyendo un soporte 
para mejorar su recuperación y estabilidad operacional (Cao, 
2005). En el caso de que el soporte sea magnético (mCLEAs) la 
recuperación resulta muy sencilla, incluso en presencia de otros 
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El objetivo general de esta tesis doctoral fue abordar la 
inmovilización de la lipasa versátil recombinante OPEr sobre 
nanopartículas para evaluar su aplicabilidad en tres bioprocesos 
de interés, comparándola con lipasas comerciales. Para ello, se 
plantearon los siguientes objetivos concretos: 
1. Síntesis y caracterización físico-química de soportes 
funcionalizados, magnéticos y no magnéticos, para la 
inmovilización de OPEr y varias lipasas comerciales. 
2. Síntesis y caracterización de una batería de 
nanobiocatalizadores con OPEr inmovilizada. 
3. Evaluación del potencial biotecnológico y reciclabilidad de 
los nanobiocatalizadores en reacciones de síntesis de interés 
industrial: 
a. Síntesis de ésteres de ácidos grasos de cadena corta. 
b. Síntesis de ésteres metílicos de ácidos grasos de cadena 
larga (biodiesel) a partir de sustratos de origen renovable. 
c. Síntesis de ésteres de -sitoestanol mediante 
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3.1. Microorganismos 
Las cepas CECT 20416 de O. piceae y GS115 de P. 
(Komagataella) pastoris (Invitrogen™) se utilizaron para la 
producción de las lipasas versátiles OPE y OPEr. La cepa de P. 
pastoris había sido previamente transformada con el vector 
pPIC9OPE (Invitrogen™), que contiene el gen ope que codifica la 
enzima (Gutiérrez-Fernández et al., 2014). 
 
3.2. Medios de cultivo 
Para el mantenimiento y crecimiento de O. piceae se utilizaron 
los medios ágar-malta y Czapeck-Dox modificado, 
respectivamente, de acuerdo con lo descrito por Calero-Rueda et 
al. (2002).  
En el caso de P. pastoris, se siguieron los procedimientos 
descritos por Barba Cedillo et al. (2012). La cepa se mantuvo en 
placas con extracto de levadura-peptona-dextrosa (YPD) 
mientras que los preinóculos y el cultivo de la levadura para la 
producción de crudos de OPEr, se realizaron en extracto de 
levadura-peptona-sorbitol (YEPS). 
 
3.3. Condiciones de cultivo y obtención de crudos 
enzimáticos 
 El cultivo del hongo y la producción de enzima se realizaron 
según se describe en Calero-Rueda et al. (2002b). O. piceae fue 
cultivado en medio Czapeck‐Dox modificado a 28 °C y 150 rpm. 
Se preparó un inóculo de 5 días en matraces Erlenmeyer de 250 
mL con 100 mL de medio, inoculados con una suspensión de 
micelio del hongo crecido en placas de agar malta. Para la 
producción de la enzima se inocularon matraces de 1 L con 200 
mL de Czapeck‐Dox, suplementado con aceite de oliva al 0,5% 
(v/v), con 4 mL de inóculo. 
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La cepa de P. pastoris productora de la lipasa OPEr se sembró 
en placas de YPD, manteniéndolas durante 48 h a 28 °C. A partir 
de estos cultivos se prepararon preinóculos en matraces 
Erlenmeyer de 250 mL con 20 mL de medio YEPS que se 
incubaron a 28 °C y 250 rpm durante 24 h. La producción de la 
lipasa versátil OPEr se llevó a cabo en matraces Erlenmeyer de 1 
L con 100 mL de medio YEPS, suplementado con metanol como 
inductor (0,5% p/v). Cada uno de los matraces se inoculó con 
3,5 mL del preinóculo, manteniendo los cultivos a 28 °C y 250 
rpm durante 96 h. Cada 24 h se adicionó 0,5% (p/v) de metanol, 
después de tomar una muestra de los cultivos para valorar el 
crecimiento del microorganismo (sección 2.5.1) y la producción 
de lipasa (sección 2.5.3). En este último caso, la muestra se 
centrifugó antes de determinar actividad enzimática en el 
sobrenadante. 
Los cultivos se recogieron y centrifugaron en una centrífuga 
Sorvall RC5C, con un rotor SLA-1500, a 13.000 rpm durante 20 
min, a 4 °C. La biomasa se descartó y los sobrenadantes se 
filtraron secuencialmente a través de membranas de 
nitrocelulosa con un tamaño de poro 0,8-0,45-0,22 µm (Merck 
Millipore), utilizando una bomba de vacío. Los sobrenadantes 
filtrados se concentraron por ultrafiltración, bajo presión de 
nitrógeno, a 4 °C, utilizando una célula de ultrafiltración Amicon 
YM3 con una membrana con un tamaño de poro de 50 kDa 
(Merck Millipore) para OPEr y de 30 kDa para OPE. 
 
3.4. Lipasas comerciales 
En este trabajo se utilizaron varias lipasas comerciales, 
biotecnológicamente relevantes, para comparar los resultados 
con los obtenidos con la lipasa versátil OPEr. Para una de las 
aplicaciones, se utilizó una preparación comercial de la lipasa de 
C. rugosa (Lipasa tipo VII, Sigma-Aldrich) que contiene una 
mezcla de las distintas isoenzimas producidas por esta levadura. 
Probablemente, la más abundante es la isoenzima CRL1 que 
tiene poca actividad sobre ésteres de esteroles. Esta preparación 
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se empleó en experimentos preliminares y no se inmovilizó 
posteriormente. También se emplearon formulaciones líquidas 
de las lipasas A y B de Candida antarctica (NS 40020 = Cal A® y 
Lipozyme® = Cal B®), y Eversa® Transform 2.0 (NS 40116), todas 
ellas donadas por Novozymes, y se inmovilizaron mediante 
algunos de los procedimientos que se describirán más tarde. 
 
3.5. Determinaciones analíticas 
3.5.1. Medida del crecimiento 
Para valorar el crecimiento de la levadura se tomaron 
muestras de los cultivos y se midió su turbidez (DO600) en un 
espectrofotómetro Shimadzu UV-160A. 
3.5.2. Valoración de la concentración de proteínas 
La concentración de proteínas se determinó por el ensayo del 
ácido bicinconínico (BCA), utilizando los reactivos y el 
procedimiento descrito por Thermo Fisher Scientific (Pierce BCA 
Protein Assay Kit). Se utilizó albúmina de suero bovino (BSA) 
como estándar para construir una curva de calibrado, midiendo 
la absorbancia a 562 nm en un espectrofotómetro Shimadzu UV-
160A.  
De forma rutinaria, la cantidad de proteína se valoró midiendo 
la absorbancia a 280 nm (UV) usando un Nanodrop (NanoDrop 
2000, Thermo Fisher Scientific). Los aminoácidos aromáticos 
(tirosina, triptófano, fenilalanina) y los puentes disulfuro de las 
proteínas contribuyen a la absorción a esa longitud de onda (Gill 
and von Hippel, 1989). 
3.5.3. Valoración de actividad enzimática 
La actividad lipasa/esterasa se valoró, de forma rutinaría, en 
tampón Tris-HCl 20 mM pH 7,0 usando 1,5 mM de butirato de 
p-nitrofenilo (pNPB, Sigma-Aldrich) (Figura 3.1) como sustrato. 
Se midió la liberación de p-nitrofenol (pNP) a 410 nm (ε410 = 
15.200 M-1 cm-1,) durante 1 min, en un espectrofotómetro 
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Shimadzu UV-160A. Una unidad de actividad enzimática se 
define como la cantidad de enzima capaz de liberar 1 μmol de p-
nitrofenol por minuto.  
 
 
Figura 3.1. Reacción de hidrólisis del pNPB. 
 
Tanto en los experimentos de inmovilización como en las 
aplicaciones biotecnológicas, con lipasas libres o inmovilizadas, 
realizadas a lo largo de este trabajo, las unidades de actividad 
enzimática se referirán a los valores calculados frente a este 
sustrato. 
En cada una de las aplicaciones recogidas en esta Tesis se 
valoró la actividad de las lipasas mediante la cuantificación del 
producto de interés o de alguno de los sustratos, utilizando 
métodos cromatográficos (apartado 3.14). 
 
3.6. Electroforesis en geles de poliacrilamida 
La electroforesis de proteínas en condiciones 
desnaturalizantes (SDS-PAGE) se llevó a cabo utilizando una 
cubeta Mini Protean II (BioRad) con geles de acrilamida al 10% 
de 1 mm de espesor, según el método descrito por Laemmli 
(1970). El potencial aplicado fue de 90 V durante el proceso de 
concentración de la muestra y de 200 V durante la separación. 
Cada gel estaba compuesto de un gel separador (acrilamida 
7,5% (p/v)-bisacrilamida 0,2% (p/v)), en la parte inferior y un gel 
de concentración (acrilamida 4% (p/v)-bisacrilamida 0,1% (p/v)), 
en la parte superior. La composición de los geles se indica en la 
Tabla 3.1. 
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SDS 10% (p/v) 0,1 0,05 
Persulfato amónico 10% (p/v) 0,05 0,025 
Tetrametiletilendiamina 0,005 0,005 
Agua 4,0 2,9 
 
Se cargaron en el gel 25 μg de proteína total diluida en 
tampón de carga (Tabla 3.2) en una relación 1:4 y previamente 
tratada a 100 °C durante 10 min con el fin de provocar su 
completa desnaturalización. 
Al concluir la electroforesis, se tiñeron los geles con una 
solución de Coomassie R-250 al 0,02% (p/v) en metanol 40% 
(v/v) y ácido acético 10% (v/v) durante 30 min. Posteriormente, 
se decoloraron con una solución de metanol, ácido acético y agua 
(30:10:60), que se reemplazó varias veces hasta visualizar las 
bandas de proteínas. 
Como patrón de masa molecular se utilizó la mezcla comercial 
Precision Plus Protein Dual Color Standards (BioRad) que contiene 
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Tabla 3.2. Composición del tampón de carga. 
Componentes Cantidad 
Tampón Tris-HCl 2,5 M pH 6,8 5,0 mL 
Glicerol 85% 4,7 mL 
SDS 20% (p/v) 20 mL 
β-mercaptoetanol 5 mL 
Azul de bromofenol 0,2% 19 mg 
Agua 15,3 mL 
 
3.7. Soportes empleados para la inmovilización 
Para la inmovilización de proteínas se utilizó un soporte 
comercial con un núcleo de magnetita recubierto de sílice,ya 
funcionalizado (ver sección 3.8.1), y dos tipos de 
micro/nanomateriales inorgánicos desnudos, que 
posteriormente fueron recubiertos y funcionalizados en el 
laboratorio:  
 Partículas magnéticas comerciales de magnetita (MNPs) 
(Iolitec GmbH, Heilbronn, Alemania). 
 En colaboración con el grupo TecnoEco, del Centro 
Nacional de Investigaciones Metalúrgicas (CENIM, CSIC), 
liderado por el Dr. Félix López, se estudió la utilización de dos 
nuevos tipos de nanopartículas no magnéticas (G1 y G4), 
sintetizadas en su laboratorio a partir de material recuperado de 
pilas alcalinas desechadas. El procedimiento empleado para su 
síntesis, que se basa en la reutilización del zinc y manganeso que 
forman parte del ánodo y cátodo de estas pilas, y su aplicación 
como soporte para inmovilización de enzimas, se recoge en una 
patente con extensión internacional (Prieto et al., 2019). 
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3.8. Funcionalización superficial de los soportes 
Antes de inmovilizar las proteínas se modificó la superficie de 
los soportes seleccionados, con el fin de recubrir el núcleo 
metálico e incorporar grupos funcionales específicos que 
permitan unir las lipasas por un procedimiento concreto. Al final 
de esta sección, la Tabla 3.4 resume la información relativa a la 
funcionalización y denominación de los soportes utilizados. 
3.8.1. Funcionalización con grupos hidrofóbicos  
Según descripción del fabricante, el soporte comercial SiMAG-
Octyl® (Chemicell, Alemania) está formado por partículas con un 
diámetro hidrodinámico de aproximadamente 1 µm, compuestas 
por un núcleo magnético recubierto de una capa de sílice 
funcionalizada con grupos octilo, que tienen un carácter 
hidrofóbico (Figura 3.2).  
 
 
Figura 3.2. Esquema del soporte magnético comercial SiMAG-Octyl®. 
 
3.8.2. Funcionalización con grupos amino 
El resto de los soportes funcionalizados, utilizados en este 
trabajo, se preparó en nuestro laboratorio a partir de las 
nanopartículas comerciales de magnetita (MNPs) y las no 
magnéticas sintetizadas por el grupo del CENIM (G1 y G4). En 
primer lugar se trataron los soportes desnudos con (3-
aminopropil)trietoxisilano al 99% (APTS, Sigma-Aldrich) según el 
protocolo descrito por Chen et al. (2013). Este compuesto añade 
una fina capa de sílice alrededor del núcleo de la nanopartícula 
y deja en su superficie grupos amino reactivos (Figura 3.3) que 
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Figura 3.3. Tratamiento de las nanopartículas con APTS. Adaptado de Bini 
et al. (2012). 
 
Para ello, 1 g (peso seco) de cada tipo de nanopartícula se 
incubó con 10 mL de APTS a una concentración 130 mM en 
metanol y se mantuvo 16 h en agitación a 80 rpm y 25 °C. Las 
nanopartículas funcionalizadas se lavaron tres veces con etanol 
al 50%, sonicando entre lavados en un baño de ultrasonidos 
(Selecta, España). Finalmente, se secaron a 65 °C en una estufa 
de aireación. Los soportes magnéticos aminados se denominarán 
AMNPs, y los no magnéticos AG1 y AG4 (Figura 3.4). 
 
 
Figura 3.4. Esquema de las nanopartículas amino-funcionalizadas; AMNP, 
nanopartículas magnéticas y AG1/AG4, partículas no magnéticas. 
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Cuantificación de grupos -NH2 en la superficie de las 
nanopartículas. La cantidad de grupos amino anclada a la 
superficie de cada soporte se determinó según el protocolo de del 
Campo et al. (2005). Este método implica la reacción de los 
grupos NH2 del soporte con el reactivo 4-nitrobenzaldehído, en 
condiciones anhidro, para formar un grupo imina. Tras la 
eliminación del reactivo sobrante, se hidrolizan las iminas 
formadas, liberando el 4-nitrobenzaldehído previamente fijado, 
que se detecta espectrofotométricamente. El número de 
moléculas de aldehído liberadas es proporcional al número de 
grupos amino del soporte. 
Las nanopartículas (5 mg) se lavaron cuatro veces con 1 mL 
de solución 0,8% (v/v) de ácido acético glacial en metanol, que 
es la solución de acoplamiento, en tubos de microcentrífuga de 
1,5 mL. Posteriormente, se añadió 1 mL de solución de 4-
nitrobenzaldehído al 0,7% (p/v) en la solución de acoplamiento 
y se dejó reaccionar durante 3 h, en agitación a temperatura 
ambiente. Después se retiró el sobrenadante y se lavaron las 
nanopartículas, cuatro veces, con 1 mL de la solución de 
acoplamiento. Por último, se añadió 1 mL de solución de 
hidrólisis (75 mL de agua, 75 mL de metanol y 0,2 mL de ácido 
acético glacial) y se mantuvo durante 1 h en agitación a 
temperatura ambiente. Se centrifugó durante 10 min a 13.000 
rpm, en una MiniSpin (Eppendorf), y se recuperó el sobrenadante 
para medir la absorbancia a 282 nm. La cantidad de 4-
nitrobenzaldehído, en la solución de hidrólisis, se calculó por 
interpolación en una curva de calibración construida a partir de 
soluciones estándar con distintas concentraciones de 4-
nitrobenzaldehído. 
3.8.3. Funcionalización con grupos aldehído superficiales 
Las nanopartículas previamente aminadas se trataron con 
glutaraldehído (GA, Sigma-Aldrich), un reactivo bifuncional 
(Figura 3.5), muy utilizado para este propósito (Barbosa et al., 
2014), ya que por uno de sus extremos se unirá a los grupos 
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amino disponibles en el soporte y, por el otro, a regiones reactivas 
de las proteínas en las condiciones de inmovilización. 
 
 
Figura 3.5. Estructura química del glutaraldehído (GA). 
 
El tratamiento con GA se realizó a 25 °C y en condiciones de 
baja fuerza iónica, mediante dos procedimientos, partiendo de 1 
g (peso seco) de nanopartículas amino-funcionalizadas. Los dos 
métodos empleados difieren fundamentalmente en la 
concentración de glutaraldehído y el pH de la reacción. 
 
     
 
Figura 3.6. Esquema de las nanopartículas funcionalizadas con grupos 
aldehído 
 
Procedimiento 1. Las nanopartículas (AMNPs, AG1 y AG4) se 
incubaron con una solución de glutaraldehído 250 mM en agua 
(40 mL) durante 3 h, a 25 °C y en agitación rotacional, en un 
mezclador Multi Bio RS-24 (Biosan) a 80 rpm. Las 
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nanopartículas modificadas con glutaraldehído (AMNPs-GA, 
AG1-GA y AG4-GA) (Figura 3.6) se lavaron seis veces con agua 
para eliminar el reactivo residual y una vez más con solución 
tampón Tris-HCl 20 mM, pH 7. 
Procedimiento 2. El segundo procedimiento se empleó 
exclusivamente sobre AMNPs y se basa en el método descrito por 
Kim et al. (2010) para inmovilización de enzimas como mCLEAs, 
tal y como se describirá en la sección 3.9.2.3. En esta ocasión, 
se incubaron las AMNPs con glutaraldehído 50 mM en Tris-HCl 
10 mM pH 8 durante 3 h a 25 °C y 200 rpm, lavando tres veces 
con el mismo tampón y una vez más con solución tampón Tris-
HCl 20 mM, pH 7. 
 
 
Tabla 3.4. Nomenclatura de los soportes empleados en esta Tesis para 







Con grupos amino AMNPs 
Con grupos aldehído 
AMNPs-GA 
mCLEAs 
Con grupos octilo SiMAG-Octyl 
Óxido mixto de Zn y 
Mn (G1) 
Con grupos amino AG1 
Con grupos aldehído AG1-GA 
Óxido mixto de Zn y 
Mn (G4) 
Con grupos amino AG4 
Con grupos aldehído AG4-GA 
 
3.9. Métodos de inmovilización 
En este trabajo se ha generado una batería de 
nanobiocatalizadores con actividad lipasa mediante la aplicación 
de diferentes métodos de inmovilización de la lipasa versátil 
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OPEr. Algunos de ellos se ensayaron también para las lipasas 
comerciales seleccionadas. Al final de la sección 3.9.2, la Tabla 
3.5 resume el proceso de preparación de todos los 
nanobiocatalizadores sintetizados, incluyendo el soporte, su 
funcionalización, la proteína y el método de inmovilización, y la 
denominación del catalizador final. 
3.9.1. Inmovilización no covalente (interacción hidrofóbica) 
sobre SiMAG-Octyl 
Este procedimiento se utilizó únicamente para inmovilizar 
OPEr sobre el soporte magnético SiMAG-Octyl®, funcionalizado 
con grupos octilo en su superficie. La solución comercial, que 
contenía 250 mg de SiMAG-Octyl®, se mezcló cuidadosamente 
durante 2 min, a temperatura ambiente, con crudos de OPEr con 
diferente carga enzimática: 4, 10, 14, 20 y 50 µg de proteína/mg 
de soporte. El proceso se llevó a cabo en 5 mL de tampón Tris-
HCl 100 mM, pH 7. Tras recuperar los sobrenadantes, se midió 
la actividad y la concentración de proteína residual. Una muestra 
del sobrenadante fue analizada mediante SDS-PAGE (sección 
3.6), con el fin de valorar la inmovilización selectiva de la lipasa 
en comparación con otras proteínas contenidas en el extracto 
enzimático crudo. El biocatalizador inmovilizado, al que 
denominaremos SiMAG-Octyl-OPEr (Tabla 3.5), se almacenó en 
tampón Tris-HCl 20 mM, pH 7 a 4 °C, hasta su uso. 
3.9.2. Inmovilización covalente 
Se emplearon todos los soportes funcionalizados preparados 
en esta tesis, magnéticos o no, para inmovilizar OPEr 
covalentemente por varios métodos. El primero de ellos se basa 
en la unión entre los aldehídos colocados en la superficie de los 
soportes (por tratamiento con GA) y los grupos amino reactivos 
de la secuencia peptídica de la enzima. El segundo utiliza las 
cadenas glucídicas oxidadas de esta glicoenzima como brazos 
para el anclaje multipunto de la enzima, sin que la secuencia 
proteica se vea implicada en la interacción. El tercero involucra 
una primera interacción proteína-soporte (activado con GA), para 
a continuación precipitar y entrecruzar las proteínas que quedan 
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en solución junto con el soporte. Las enzimas comerciales Cal 
A®, Cal B® y Eversa® solo se inmovilizaron por los dos primeros 
procedimientos, sobre AMNPs y AMNPs-GA.  
3.9.2.1. Unión covalente a nanopartículas aminadas 
mediante aldehídos generados en las cadenas 
glucídicas  
La mayoría de las proteínas secretadas por hongos 
filamentosos y levaduras son glicoproteínas profusamente 
glicosiladas (Doering et al., 2015). A partir de estas cadenas 
glucídicas se pueden generar grupos aldehído libres mediante 
una reacción sencilla de oxidación con peryodato de sodio 
(NaIO4). Este compuesto produce la rotura del enlace carbono-
carbono de los monosacáridos, entre carbonos adyacentes con 
grupos hidroxilo (dioles vecinales), abriendo el anillo y oxidando 
dichos alcoholes a aldehídos. Las enzimas utilizan esos nuevos 
grupos aldehído para interaccionar con el soporte aminado, 
formando una imina (base de Schiff), que se estabiliza mediante 
aminación reductiva para dar lugar a una amina secundaria 
estable (Nakamura et al., 1976). La Figura 3.7 muestra 
esquemáticamente el procedimiento seguido para la 
inmovilización, que se explica en detalle a continuación.  
Los extractos enzimáticos que contenían la enzima, OPEr o 
las enzimas comerciales (Cal A®, Cal B® y Eversa®, se trataron 
con NaIO4 10 mM, en Tris-HCl 5 mM pH 7, durante 3 h, a 4 °C, 
y luego se dializaron frente a Tris-HCl 20 mM pH 7, en un filtro 
de centrífuga Amicon Ultra-15 (Merck Millipore) con un tamaño 
de corte de 30 kDa. 
Una vez generados los grupos aldehído en los carbohidratos 
(CH) de las glicoenzimas, se procedió a su inmovilización. En 
primer lugar, se evaluó para OPEr la carga proteica óptima 
(proporción proteína/soporte) para el soporte AMNPs. Para ello, 
se mezclaron soluciones de OPEr tratada con periodato de sodio, 
con 4-70 g de proteína/mg de soporte, con 1 g de AMNPs. La 
mezcla se resuspendió en Tris-HCl 100 mM, pH 8 con 150 mM 
de trimetil amino borano, un agente reductor suave que actúa 
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como estabilizador de iminas y permite realizar la reacción a pH 
moderado (Santos et al., 2015). Las reacciones se agitaron a 100 
rpm y 25 °C, durante 150 min, añadiendo la solución de lipasa 
en cinco pasos para evitar su desactivación por pH. Se separó el 
sobrenadante de las nanopartículas con la ayuda de un imán, 
para valorar actividad lipasa y proteínas solubles residuales. 
Finalmente, las nanopartículas con la lipasa inmovilizada se 
trataron con NaBH4 durante 1 h para formar la amina 
secundaria, tras lo cual se lavaron secuencialmente con Tris-HCl 
100 mM pH 7 y Tris-HCl 20 mM pH 7. 
 
 
Figura 3.7. Esquema del procedimiento seguido en este trabajo para la 
inmovilización covalente de glicoproteínas con actividad lipasa a través de 
sus cadenas glucídicas oxidadas con periodato de sodio. Adaptado de Dent 
(2020). 
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La carga proteica óptima determinada en este ensayo se 
utilizó para inmovilizar OPEr sobre los soportes no magnéticos 
AG1 y AG4. Las enzimas comerciales se inmovilizaron solo sobre 
las AMNPs, empleando la misma actividad total que en los 
ensayos de inmovilización de OPEr. Las proteínas inmovilizadas, 
a las que denominaremos como AMNP-CH-, AG1-CH- y AG4-CH- 
seguido del nombre de la respectiva lipasa (Tabla 3.5), se 
mantuvieron en el mismo tampón a 4 °C hasta su uso.  
3.9.2.2. Unión covalente a nanopartículas activadas con 
glutaraldehído mediante grupos amino de la cadena 
peptídica 
Como en el caso anterior, este procedimiento de 
inmovilización se aplicó a las lipasas OPEr, Cal A®, Cal B® y 
Eversa®. De nuevo, se evaluó la relación óptima proteína/soporte 
solo para OPEr y AMNPs-GA, en reacciones con 1 g de las 
nanopartículas activadas con glutaraldehído (preparadas según 
el procedimiento 1 descrito en la sección 3.8.3) y 4, 10 o 14 µg 
de proteína/mg de soporte en 30 mL de Tris-HCl 100 mM, pH 7. 
La mezcla se mantuvo en agitación a 80 rpm durante 24 h, a 
25 °C. Después de la inmovilización, el sobrenadante fue 
recuperado para medir la actividad lipasa y la concentración de 
proteína residuales (sección 3.5). Las preparaciones con la 
enzima inmovilizada se lavaron varias veces con tampón Tris-
HCl 20 mM, pH 7, para retirar las proteínas no unidas y los 
restos de glutaraldehído.  
La carga proteica determinada en este ensayo se utilizó para 
inmovilizar OPEr sobre los soportes no magnéticos AG1 y AG4. 
Las enzimas comerciales se inmovilizaron sobre las AMNPs-GA a 
partir de soluciones que contenían la misma actividad inicial 
determinada para OPEr a la carga óptima proteica. Las proteínas 
inmovilizadas, a las que denominaremos como AMNP-GA-, AG1-
GA- y AG4-GA-, seguido del nombre de la respectiva lipasa (Tabla 
3.5), se mantuvieron en el mismo tampón a 4 °C hasta su uso. 
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3.9.2.3. Inmovilización de OPEr por precipitación y 
entrecruzamiento en presencia de AMNPs-GA 
(mCLEAs-OPEr) 
Este procedimiento, descrito por Kim et al. (2010), se aplicó 
únicamente a la inmovilización de lipasa versátil OPEr. En este 
caso, al tratarse de un soporte muy similar al empleado en el 
procedimiento anterior, se mantuvo la proporción 
proteína/soporte previamente determinada, que fue de 10 µg de 
proteína/mg de soporte. Se mezcló el extracto enzimático con 1 
g de AMNPs-GA (obtenido según el procedimiento 2 descrito en 
la sección 3.8.3), incubando en 10 mL de Tris-HCl 10 mM pH 8. 
Se mantuvo la reacción en agitación a 50 rpm, durante 2 h, a 
25 °C, permitiendo una primera interacción de las proteínas con 
los grupos aldehído del soporte. A continuación, se añadieron 10 
mL de sulfato de amonio 4 M para precipitar las proteínas que 
quedan en solución, y 10 mL de GA 50 mM (17 mM 
concentración final), como agente entrecruzante, agitando a 250 
rpm durante 1 h a 25 °C y luego durante 24 h a 4 °C. Esta 
preparación, a la que denominaremos mCLEAs-OPEr (Tabla 3.5), 
se lavó tres veces con el anterior tampón y cuatro veces más con 
Tris-HCl 20 mM pH 7, manteniéndola en este tampón a 4 °C 
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Tabla 3.5. Nomenclatura de los nanobiocatalizadores en función del 





con el soporte 
Lipasa Nomenclatura 
MNPs 
Inmovilización no covalente (hidrofóbica) 
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3.9.3. Seguimiento de la eficiencia de inmovilización. 
Evaluación de la actividad de los nanobiocatalizadores 
producidos 
Para el seguimiento de la inmovilización se valoró 
experimentalmente la actividad lipasa inicial ofrecida (Ai), la 
actividad lipasa residual (Ar) tras el proceso y la actividad lipasa 
inmovilizada (sección 3.5.3). A partir de estos datos, se 
calcularon dos parámetros principales: el rendimiento de 
inmovilización y la actividad específica de cada 
nanobiocatalizador sintetizado.  
El rendimiento de inmovilización (% Rdto. Inmov.) se define 
como:  
% Rdto. Inmov. = (Ar/Ai) x 100 
La actividad específica (Ae) del nanobiocatalizador o actividad 
inmovilizada observada, se expresa en mU por mg de 
nanobiocatalizador, y se determinó utilizando 250 µg de cada 
uno de los nanobiocatalizadores sintetizados. 
Dos parámetros más fueron calculados para evaluar los 
procedimientos de inmovilización: 
 La eficiencia (%) que se calcula en base a la Ae y la Ar: 
Eficiencia (%) = (Ae/Ai-Ar) x 100 
 La actividad recuperada (%) de la enzima, que se 
determina considerando la actividad observada en el 
inmovilizado (Ae) y la actividad lipasa inicial (Ai): 
Actividad recuperada (%) = (Ae/Ai) x 100 
 
3.10. Caracterización 
3.10.1. Espectroscopia de infrarrojos mediante 
transformada de Fourier (FTIR) 
Tanto los soportes utilizados como los nanobiocatalizadores 
finales se analizaron por FTIR, fabricando un disco sólido de KBr 
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que contiene la muestra a analizar. Para ello, se mezcló alrededor 
de 1 mg de cada muestra con 300 mg de KBr en un mortero de 
ágata y se dejó secar en una estufa a 65 °C, para eliminar por 
completo la posible humedad de las muestras. A continuación, 
las preparaciones se introdujeron en un molde metálico y, 
utilizando una prensa manual acoplada a una bomba de vacío, 
se ejerció una presión de 2 toneladas durante 2 min, 
aumentando la presión hasta 10 toneladas durante 4 min. Los 
discos formados se analizaron en un espectrofotómetro FTIR 
Jasco FT/IR-4200 tipo A (Jasco Corporation) en el rango 
espectral de 400-4000 cm-1. El detector empleado fue triglicina-
sulfato, con una resolución espectral de 4 cm-1 en modo de 
transmitancia. 
3.10.2. Magnetismo 
Se analizó el comportamiento magnético de las MNPs antes y 
después de su funcionalización para comprobar si sus 
propiedades magnéticas se mantenían tras el tratamiento. Las 
mediciones magnéticas se realizaron en un Magnetómetro 
Quantum Design XL-SQUID en el CAI de la Universidad 
Complutense de Madrid, en colaboración con el equipo del Dr. F. 
López del CENIM-CSIC. Las mediciones de histéresis se tomaron 
con un rango de campo aplicado de 0 a 50000 Oe (5T).  
3.10.3. Difracción de rayos X (XRD) 
Estos ensayos se realizaron en colaboración con el equipo del 
Dr. F. López del CENIM-CSIC. Los patrones de XRD se 
registraron utilizando un difractómetro Siemens D5000 
equipado con un ánodo de Cu (radiación Cu K) y un 
monocromador de LiF para estudiar la estructura y el análisis de 
fase. El refinamiento de Rietveld de los patrones XRD fue 
realizado utilizando el software TOPAS v4.2 (Bruker ASX) 
teniendo en cuenta la información cristalográfica para las 
diferentes fases en la base de datos de estructura cristalina de 
Pearson para compuestos inorgánicos (Villars and Cenzual, 
2008). El tamaño medio de cristal de las MNPs desnudas 
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también se estimó mediante un patrón de rayos X utilizando la 
fórmula de Debye-Scherrer (Mendelson, 1969):  
Dhkl = 0,89 · / · cos  
donde Dhkl es el tamaño promedio del cristal, 0,89 es el factor de 
forma (suponiendo partículas esféricas),  es la longitud de onda 
de rayos X utilizada (1,5406 Å para Cu K),  es la anchura del 
pico al 50% de su altura (FWHM) de difracciones experimentales 
y  es el ángulo de Bragg. 
3.10.4. Microscopía electrónica 
El análisis morfológico de los soportes y los 
nanobiocatalizadores se realizó mediante microscopía 
electrónica de transmisión (TEM) utilizando un instrumento 
JEOL JEM 2100, operando a 200 kV y por microscopía 
electrónica de barrido de emisión de campo (FE-SEM) utilizando 
un microscopio JEOL JSM 7600F operando a 15 kV y equipado 
con un espectrómetro de dispersión de energía de rayos X 
OXFORD INCA. 
Para las medidas de TEM, las muestras secas se dispersaron 
en n-butanol mediante ultrasonidos, y unas gotas de las 
suspensiones correspondientes se depositaron en rejillas de 
cobre recubiertas de carbono. En estas imágenes se estudió la 
distribución de tamaño de las nanopartículas y el diámetro 
medio de partícula. En el caso de las medidas de FE-SEM, las 
muestras secas se colocaron en un portamuestras metálico sobre 
una cinta de carbono conductor adhesivo, y se recubrieron con 
oro durante 50 segundos. 
 
3.11. Microscopía confocal láser de barrido 
Los diferentes soportes y los nanobiocatalizadores 
sintetizados a partir de ellos en esta Tesis se analizaron mediante 
microscopía confocal láser de barrido. Aunque de forma 
indirecta, mediante esta técnica se puede visualizar la 
incorporación de la lipasa versátil OPEr en la superficie de los 
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soportes tras la inmovilización. En nuestro caso, la detección se 
basa en la interacción de la lipasa inmovilizada con el conjugado 
concanavalina A-Alexa Fluor® 594 (Thermo Fisher Scientific). La 
concanavalina A es una lectina con capacidad de interaccionar 
con las cadenas glucídicas de las glicoproteínas secretadas por 
levaduras, ya que contienen unidades de -(1,6) manosa 
(Bretthauer and Castellino, 1999). Tras la excitación del 
fluorocromo, con la frecuencia de luz láser adecuada, éste emite 
a una determinada longitud de onda, dando una imagen 
registrable en el microscopio. Si las glicoproteínas han quedado 
inmovilizadas sobre el soporte, la intensidad de la señal 
fluorescente emitida debe ser netamente superior en los 
nanobiocatalizadores que en los respectivos soportes sin 
proteína. Teniendo en cuenta que en los experimentos 
preliminares con los soportes sin proteína inmovilizada se 
observó una fuerte intensidad de fluorescencia, poniendo de 
manifiesto la existencia de sitios de unión inespecíficos para el 
fluorocromo sobre el soporte, estos sitios se bloquearon con la 
proteína BSA, antes de añadir la enzima a inmovilizar (Figura 
3.8).  
El procedimiento seguido para el análisis de las muestras se 
describe a continuación. En primer lugar, se tomaron 10 µL de 
las suspensiones de cada nanobiocatalizador (a una 
concentración de 50 mg/mL), sonicándolas para conseguir una 
suspensión homogénea y pre-incubándolas hasta el día siguiente 
con una solución de BSA al 10% en PBS (tampón fostato salino), 
pH 7,4 en presencia de Tween 20 al 0,1%. Después, se eliminó 
esta solución lavando tres veces con PBS, pH 7,4. Las muestras 
se incubaron entonces en oscuridad durante 30 min a 4 °C con 
0,06 µg/mL del conjugado concanavalina A-Alexa Fluor® 594, 
cuyas longitudes de onda máximas de absorción/emisión son 
590/617 nm. Las muestras marcadas se lavaron 3 veces con 
PBS, pH 7,4 y se resuspendieron en el mismo tampón. Se colocó 
una gota de la suspensión en un portaobjetos y se observó en el 
microscopio. Las imágenes fueron adquiridas en un microscopio 
confocal LEICA TCS SP2 AOBS, con el objetivo de inmersión 
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(63x). Se utilizó un láser DPSS (láser de estado sólido bombeado 
por diodos), a 561 nm, detectando la emisión de fluorescencia 
roja brillante en el rango de 591-670 nm. 
 
 
Figura 3.8. Esquema de la preparación de muestras para su observación 
mediante microscopía confocal. 
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3.12. Estabilidad de los nanobiocatalizadores  
3.12.1. Estabilidad a pH y temperatura 
Se evaluó la estabilidad térmica de OPEr libre e inmovilizada 
y de algunos de los biocatalizadores comerciales, disueltos o 
resuspendidos en tampón Tris-HCl 20 mM, pH 7, en un rango de 
temperaturas comprendido entre 25 y 70 °C. 
La estabilidad a pH se determinó, a 4 °C, en soluciones o 
suspensiones de los mismos catalizadores en tampón Britton y 
Robinson, en un rango de valores de pH entre 2 y 10. La 
composición de este tampón se detalla en la Tabla 3.6. Se 
preparó y alicuotó una solución stock 0,5 M de tampón, 
añadiendo NaOH para ajustar el pH al valor deseado.  
 
Tabla 3.6. Composición del tampón Britton y Robinson. 
Componente Cantidades para 1 L 
Ácido acético glacial 28,6 mL 
Ácido bórico (H3BO3) 30,9 mg 
Ácido ortofosfórico (H3PO4) 33,7 mL 
 
Para los ensayos con enzimas inmovilizadas se 
resuspendieron 250 µg del nanobiocatalizador en 500 µL de 
tampón. En todos los casos, se agitó durante 24 h, a 1.200 rpm, 
en un termobloque a cada una de las temperaturas y pH 
probados. Finalmente, se midió la actividad residual frente a 
pNPB (sección 3.5.3), asignando arbitrariamente como el 100% 
de actividad al valor obtenido a 25 °C, en las valoraciones de 
termoestabilidad, y a pH 7 para las de estabilidad a pH. Los 
ensayos se realizaron por triplicado. 
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3.12.2. Estabilidad de almacenamiento 
La estabilidad de los catalizadores inmovilizados durante un 
período prolongado de almacenamiento es una característica 
importante para su potencial aplicación. Por ello, evaluamos su 
actividad tras su almacenamiento, durante un máximo de ocho 
meses, a 4 °C en Tris-HCl 20 mM, pH 7, sin adición de 
estabilizantes. La actividad residual fue medida frente a pNPB, 
utilizando 250 µg de cada uno de los nanobiocatalizadores. 
3.12.3. Estabilidad operacional 
Para estudiar la reciclabilidad de los nanobiocatalizadores en 
las distintas aplicaciones biotecnológicas evaluadas en este 
trabajo (sección 3.13), se llevaron a cabo varios ciclos catalíticos 
bajo las mismas condiciones de reacción. Tras cada uno de los 
ciclos, se separó el nanobiocatalizador de la mezcla de reacción 
utilizando un imán de neodimio para los magnéticos y mediante 
centrifugación para los no magnéticos. Después se lavó con 1 mL 
de isooctano y 1 mL de tampón Tris-HCl 20 mM, pH 7, y se 
reutilizó en un nuevo ciclo. 
 
3.13. Aplicaciones biotecnológicas 
A continuación, se describen los métodos empleados para 
evaluar el potencial de los nanobiocatalizadores en reacciones de 
esterificación y transesterificación de interés biotecnológico. En 
todos los casos, se compararon los resultados obtenidos de los 
catalizadores inmovilizados con los obtenidos para la enzima 
libre. En cada una de las aplicaciones, se indicará cuáles fueron 
las preparaciones evaluadas. La manipulación de los 
nanobiocatalizadores para la retirada de tampones, solventes y 
reactivos, y para su recuperación y reciclado, se realizó de la 
forma descrita en el apartado anterior (3.12.3). 
En el Anexo I se adjunta una tabla que resume las 
aplicaciones ensayadas y todas las enzimas inmovilizadas 
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empleadas para cada una de ellas, organizadas según el tipo de 
soporte. 
3.13.1. Esterificación de ácidos grasos de cadena corta: 
aromas 
Se estudió el potencial de los nanobiocatalizadores para llevar 
a cabo reacciones de esterificación de ácidos grasos volátiles de 
entre 4 y 7 átomos de C con 1-butanol (Figura 3.9), para la 
producción de aromas y saborizantes. Todos los 
nanobiocatalizadores sintetizados con las enzimas OPEr, Cal A® 
y Cal B® fueron evaluados mediante el ensayo que se describe a 
continuación. Se depositaron 11 U del biocatalizador libre o 
inmovilizado en un tubo Eppendorf de 2 mL. En las reacciones 
catalizadas por enzimas libres (solubles), la fase acuosa 
representaba el 10% del volumen final de la reacción. 
 
 
Figura 3.9. Esquema de las reacciones y condiciones de esterificación 
directa de ácidos grasos de cadena corta (C4-C7) con 1-butanol. 
 
A continuación, se añadieron 500 µL de la mezcla de reacción 
preparada en viales independientes, que contenía los sutratos, 
disueltos en isooctano, a una concentración final de ácido graso 
100 mM (ácidos grasos volátiles de cadena lineal C4-C7) y 200 
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mM de 1-butanol (relación molar 1:2 ácido:alcohol), y 2% de 
hexano como patrón interno para cuantificar los sustratos y los 
productos por cromatografía de gases (GC). 
Los experimentos estándar se realizaron, por tanto, con 11 U 
de actividad y una proporción molar de los sustratos 1:2, con 
mezclado rotacional a 100 rpm (Multi Bio RS-24, Biosan) y 25 
°C, durante 8 h. Para evaluar la influencia de ciertos parámetros 
en los rendimientos de esterificación y la velocidad de reacción, 
se seleccionaron algunos nanobiocatalizadores con OPEr, que se 
detallarán al describir los resultados. Los parámetros elegidos se 
modificaron individualmente: 
 Para probar el efecto de la relación molar de los sustratos, 
se analizaron las proporciones ácido:alcohol 1:1 y 1:3, con 100 
mM de ácido.  
 La influencia de la concentración de cada ácido se analizó 
en un rango de 100 a 1000 mM para la proporción molar 
ácido:alcohol 1:2. 
 La esterificación de dos ácidos grasos volátiles de cadena 
ramificada, el ácido isobutírico y el ácido isovalérico, también se 
evaluó en las condiciones estándar para todos los 
nanobiocatalizadores de OPEr. 
Los experimentos se realizaron por duplicado, tomando 
muestras de 25 µL a las 0, 2, 4, 6 y 8 h para seguir el curso de 
la reacción por cromatografía de gases/espectrometría de masas 
(GC/MS), como se describe en la sección 3.14.2. 
3.13.2. Síntesis de ésteres metílicos de ácidos grasos de 
cadena larga: biodiesel 
Se evaluó la capacidad de todos los nanobiocatalizadores 
producidos en esta Tesis para catalizar, en ausencia de 
cosolvente, la metanolisis de aceite de oliva doméstico usado. La 
Figura 3.10 muestra un esquema general de los sustratos 
implicados en este tipo de reacciones y de los principales 
productos esperados. 
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La mezcla de reacción contenía 500 µL de aceite de oliva 
reciclado, metanol (proporción molar 1:4, aceite:metanol), colest-
4-en-3-ona (Sigma-Aldrich) como patrón interno y 100 mg del 
catalizador inmovilizado correspondiente. Las reacciones se 
llevaron a cabo a 25 °C, durante un tiempo máximo de 24 h, 
mezclando con agitación rotacional a 100 rpm. El metanol fue 
añadido en tres pasos sucesivos (a las 0 h, 5 h y 9 h). El curso 
de la reacción se controló determinando la producción de ésteres 
metílicos, diglicéridos, monoglicéridos y ácidos grasos libres y el 
consumo de triglicéridos, tomando muestras de 15 μL a las 0, 5, 
9 y 24 h. Estas muestras fueron diluidas en isooctano para su 
análisis mediante cromatografía de gases (GC) en las condiciones 




Figura 3.10. Esquema de reacción de alcoholisis de triglicéridos. TG: 
triglicérido; DG: diglicérido; MG: monoglicérido; AG: ácido graso; EM: éster 
metílico. Para una alcoholisis completa, la proporción molar 
alcohol:triglicérido debe ser, como mínimo, de 3:1. 
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Para evaluar la escalabilidad de esta aplicación, se realizaron 
reacciones de metanolisis con 5 g del catalizador AMNP-CH-OPEr 
en un volumen final de reacción de 25 mL bajo las mismas 
condiciones. 
3.13.3. Síntesis de ésteres de estanoles: nutraceúticos 
3.13.3.1. Esterificación directa y transesterificación de β-
sitoestanol catalizada por lipasas solubles 
Los ensayos iniciales para la puesta a punto de esta 
aplicación se realizaron utilizando las lipasas versátiles OPE, 
OPEr, y la lipasa comercial de C. rugosa como biocatalizadores. 
Se abordó la síntesis mediante dos procedimientos: esterificación 
directa y transesterificación. La Figura 3.11 muestra un 
esquema de ambas reacciones de síntesis. 
 
 
Figura 3.11. Esquema de las reacciones de esterificación directa y 
transesterificación realizadas en este trabajo.  
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En primer lugar, se evaluó la funcionalidad de estas lipasas 
solubles en la esterificación directa de β-sitoestanol (Sigma-
Aldrich) con dos ácidos grasos de distinta longitud de cadena y 
grado de insaturación: ácido láurico (C12) y ácido oleico (C18:1). 
Las reacciones se desarrollaron en un sistema bifásico 
isooctano/agua. El β-sitoestanol, aceptor de la reacción, se pesó 
directamente en los viales y luego se añadieron 400 L la fase 
orgánica que contenía el donador de acilo disuelto en isooctano. 
La concentración final de los sustratos en la mezcla de reacción 
fue 10 mM. La mezcla se calentó a 65 °C durante 5 minutos para 
solubilizar el estanol y conseguir una solución homogénea antes 
de añadir la enzima en la fase acuosa (100 µL de tampón Tris-
HCl 20 mM, pH 7). En el caso de CRL, que viene formulada en 
polvo, se disolvió el preparado comercial a una concentración de 
1 mg/mL en el mismo tampón. Se probó el efecto de la presencia 
de excesos molares 1:3 y 1:6 de cada uno de los donadores de 
acilo en las mismas condiciones experimentales.  
En paralelo, se sintetizó el éster oleico del β-sitoestanol 
mediante transesterificación, utilizando oleato de metilo (99%, 
Sigma Aldrich) como donador de acilos, y se evaluó el efecto de 
la estequiometría de los sustratos utilizando mezclas 
aceptor:donador (1:1, 1:3 y 1:6) en isooctano. Las condiciones de 
reacción fueron las mismas detalladas para la esterificación 
directa. 
Por otra parte, y una vez comprobada la buena solubilidad del 
β-sitoestanol en oleato de metilo, se ensayó la transesterificación 
eliminando el cosolvente de la mezcla de reacción. En estas 
condiciones, el oleato de metilo tiene una función dual, ya que 
actúa como disolvente y como donador de acilos. Se prepararon 
soluciones entre 10-80 mM de β-sitoestanol en oleato de metilo, 
calentando a 65 °C hasta su total disolución. A continuación, se 
añadieron 400 µL de esta mezcla de sustratos a los viales que 
contenía el catalizador disuelto en 100 µL del tampón. 
Todas las reacciones contenían una dosis de biocatalizador de 
3 U/mL (medida frente a pNPB) y se mantuvieron en agitación a 
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1.200 rpm en un agitador magnético a 28 °C por un período 
máximo de 120 h. 
Para el seguimiento de las reacciones, se añadió colest-4-en-
3-ona al medio de reacción como patrón interno junto con los 
sustratos. Se recogieron muestras de 15 µL de la fase orgánica a 
distintos tiempos y se diluyeron en isooctano, para su análisis 
por GC como se describe en la sección 3.14.4. 
3.13.3.2. Transesterificación de β-sitoestanol catalizada por 
los nanobiocatalizadores con OPEr inmovilizada 
Una vez puestas a punto las condiciones para la síntesis 
enzimática de ésteres por transesterificación de β-sitoestanol y 
oleato de metilo, se estudió la eficiencia y reciclabilidad de los 
ocho nanobiocatalizadores sintetizados con OPEr: SiMAG-Octyl-
OPEr, AMNPs-GA-OPEr, mCLEAs-OPEr, AMNP-CH-OPEr, AG1-
GA-OPEr, AG1-CH-OPEr, AG4-GA-OPEr y AG4-CH-OPEr. 
Para la realización de estos ensayos de transesterificación se 
preparó una solución 80 mM de β-sitoestanol en oleato de metilo 
comercial. A esta mezcla de reacción se añadió colest-4-en-3-ona 
como patrón interno para la cuantificación por GC, un 20% de 
agua y 70 U/mL de OPEr libre o inmovilizada, siendo el volumen 
final de 500 µL. Las reacciones se llevaron a cabo en un máximo 
de 15 h, a 25 °C y 100 rpm con mezcla rotacional. Los 
experimentos se realizaron por duplicado, tomando muestras de 
15 μL a las 0, 2 y 15 h para seguir el curso de la reacción por GC 
(sección 3.14.4). 
3.13.3.3. Reacciones en cascada para la síntesis secuencial 
de donadores de acilo y ésteres de estanol 
catalizada por AMNP-CH-OPEr  
En este enfoque, en lugar de utilizar como sustrato un éster 
metílico comercial, el donador de acilo se sintetizó 
enzimáticamente a partir de aceite de oliva usado, con AMNP-
CH-OPEr como catalizador. Para ello: 
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1. Se realizaron reacciones de transesterificación con 500 µL 
de aceite de oliva usado, metanol y 70 U de AMNP-CH-OPEr (100 
mg), según el procedimiento descrito en la sección 3.13.2 
(relación molar 1:4, 25 °C, 100 rpm, 24 h). La composición de la 
mezcla al tiempo final de reacción se analizó mediante GC/MS 
(ver sección 3.14.3).  
2. Esta mezcla de reacción se utilizó a continuación, como 
sustrato donador y único solvente, para la síntesis de ésteres de 
estanol, utilizando el mismo nanobiocatalizador, AMNP-CH-
OPEr y las condiciones de reacción descritas en el apartado 
3.13.3.2. La mezcla de reacción final, que contenía los ésteres de 
estanol, se analizó por GC, como se explica en la sección 3.14.4. 
 
3.14. Métodos de análisis utilizados para el seguimiento de 
las reacciones. Identificación y cuantificación de 
sustratos y productos 
La mayor parte de los métodos empleados se basan en el uso 
de técnicas cromatográficas, principalmente GC, sola o acoplada 
a espectrometría de masas (GC/MS). Sin embargo, para algunos 
análisis rápidos en experimentos preliminares, en varias de las 
aplicaciones las muestras se analizaron mediante cromatografía 
en capa fina.  
3.14.1. Cromatografía en capa fina (TLC) 
Se realizaron análisis por TLC de las muestras de la síntesis 
de ésteres metílicos de ácidos grasos, siguiendo de forma 
semicuantitativa la producción de ésteres y el consumo de 
triglicéridos como un paso de cribado previo al análisis por GC. 
En primer lugar, se activaron las placas de Silica gel 60 
(Polygram Sil G/UV254, Macherey-Nagel) durante 30 min, a 100 
°C. A continuación, se aplicó 0,5 µL de las muestras diluidas (ver 
sección 3.13.2) a unos 5 cm del borde la placa cromatográfica. 
Se depositaron unos mililitros de la fase móvil, n-hexano:acetato 
de etilo:ácido acético (90:10:1), en un recipiente y se introdujo la 
placa con las muestras cargadas, cerrando el recipiente 
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herméticamente y dejando que la fase móvil ascienda por 
capilaridad durante 45 min. Terminada la cromatografía, se secó 
la placa, y se tiñó por inmersión en una solución de Coomasie 
Blue R-250 al 0,02% (p/v) en ácido acético:metanol:agua 
(10:30:60), durante 1 min en agitación. Después se retiró el 
exceso de solución y se dejó secar. Las manchas de los 
componentes de la mezcla de reacción se identificaron por 
comparación de su migración con la de patrones comerciales 
analizados en idénticas condiciones. 
3.14.2. Reacciones de síntesis de ésteres de ácidos grasos de 
cadena corta 
Las alícuotas recogidas de la mezcla de reacción (sección 
3.13.1), se depositaron en un vial y se mezclaron con 25 µL de 
N,O-bis(trimetilsilil)trifluoroacetamida (BSTFA, Sigma-Aldrich), 
para derivatizar las muestas, a 60 °C, durante 10 min. Se inyectó 
1 µL de esta solución en un equipo GC/MS (Agilent Technologies) 
compuesto por un cromatógrafo de gases 7890A acoplado a un 
detector de masas cuadrupolar 5975C. El inyector se programó 
a 275 °C y se utilizó He (13 psi) como gas portador. La separación 
se llevó a cabo utilizando una columna capilar de sílice fundida 
DB 5-HT (30 m x 250 µm x 0,1 µm, Agilent Technologies). Para 
el análisis de los ésteres de ácidos grasos volátiles, el horno se 
mantuvo a 80 °C, durante 1 min, y luego se aplicó un programa 
de temperatura, con una velocidad de rampa de 70 °C/min para 
alcanzar una temperatura final de 240 °C. La adquisición y 
análisis de datos se realizó utilizando el programa MSD 
ChemStation E.02.00.493 (Agilent Technologies) asociado al 
instrumento.  
Para identificar y cuantificar los componentes de la reacción, 
se prepararon y analizaron estándares comerciales en 
condiciones idénticas a las muestras. Sustratos y productos se 
identificaron a partir de su tiempo de retención y espectro de 
masas, en comparación con los de los patrones. Los 
rendimientos de esterificación se calcularon a partir de rectas de 
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calibración que representaban los factores de respuesta de los 
compuestos analizados respecto del patrón interno. 
3.14.3. Reacciones de síntesis de ésteres metílicos de ácidos 
grasos de cadena larga 
Se utilizó como sustrato aceite de cocina doméstico usado, y 
las muestras de la reacción a tiempo final se analizaron por 
GC/MS, para determinar su composición, con el mismo 
instrumento y columna detallados en el apartado anterior. En 
este caso se aplicó un programa de temperatura de varios pasos: 
una rampa con una velocidad de 3 °C/min desde 180 °C a 
205 °C, a continuación, 10 °C/min hasta 220 °C que se mantiene 
durante 5 min y, por último, de 220 °C a 400 °C, manteniendo 
la temperatura final durante 5 min. Los compuestos detectados 
se identificaron comparando sus tiempos de retención y 
espectros de masas con los de estándares comerciales, 
analizados en condiciones idénticas a las de las muestras, o a 
través de sus espectros de masas utilizando la base de datos 
NIST 2011 y el software ChemStation (Agilent Technologies). 
Por otro lado, el curso de las reacciones fue analizado 
mediante la inyección de 1 µL de las muestras diluidas en 
isooctano (sección 3.14.1) en un cromatógrafo de gases 7890A 
(Agilent Technologies). El inyector y el detector de ionización de 
llama se mantuvieron a 350 °C y se utilizó He (20 psi) como gas 
portador. La separación se llevó a cabo utilizando una columna 
capilar de sílice fundida SPB-1 (5 m x 250 µm x 0,25 µm, 
Supelco). Se usó un programa de temperatura con 140 °C de 
temperatura inicial (mantenida durante 1 minuto), una primera 
rampa de 10 °C/min hasta 170 °C, y una segunda hasta 350 °C, 
manteniendo la temperatura final durante 5 min. 
3.14.4. Análisis de muestras de las reacciones de síntesis de 
ésteres de estanoles 
Las reacciones de síntesis de ésteres de sitoestanol se 
analizaron por GC, inyectando 1 µL de las muestras diluidas en 
isooctano (sección 3.14.2) y empleando el mismo equipo y 
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columna descritos en la sección anterior. El horno se mantuvo a 
115 °C durante 1 min y luego se aplicó un programa de 
temperatura de varios pasos, con una velocidad de rampa de 
10 °C/min, hasta 170 °C, y una segunda rampa de 20 °C/min, 
hasta alcanzar una temperatura final de 350 °C, que se mantuvo 
durante 4 min. Los picos de los sustratos, β-sitoestanol, oleato 
de metilo, ácido láurico y ácido oleico, se identificaron por sus 
tiempos de retención, comparándolos con los de estándares 
comerciales preparados y analizados en condiciones idénticas a 
las muestras. Para el análisis cuantitativo, se obtuvo una recta 
de calibrado analizando diferentes concentraciones β-sitoestanol 
junto con el patrón interno. Los rendimientos de esterificación se 
calcularon indirectamente a partir de la cantidad de β-
sitoestanol residual, debido a la falta de estándares comerciales 
para estos ésteres.  
Se confirmó la presencia del éster en el medio de reacción por 
FTIR. Las muestras se prepararon y analizaron de forma similar 
a lo descrito en la sección 3.11.1, depositando 2 µL de la mezcla 
de reacción sobre 300 mg de KBr pulverizado y dejando secar 
antes de aplicar presión. Los espectros se registraron en el rango 
infrarrojo medio, entre 700-4.000 cm-1. 
 
3.15. Análisis de citotoxicidad de los nanobiocatalizadores 
Para evaluar la posible migración de compuestos tóxicos de 
los nanobiocatalizadores con OPEr a los sobrenadantes de las 
reacciones de transesterificación, se prepararon suspensiones a 
concentraciones superiores a las utilizadas en los experimentos: 
1.250 mg/mL, en el caso de las inmovilizaciones con 
glutaraldehído (-GA-), y 700 mg/mL de todos los restantes, en 
PBS estéril pH 7,4, y se mantuvieron en agitación, durante 24 h 
a 25 °C. Los sobrenadantes se recuperaron y filtraron a través de 
un filtro de nitrocelulosa con un tamaño de poro de 0,22 μm 
(Merck Millipore) y se añadieron a cultivos de las líneas celulares 
HeLa y A549 para evaluar su posible citotoxicidad. Estos 
experimentos se realizaron en colaboración con la Dra. Isabel 
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Barasoaín y con Carmen Doñoro, del Servicio de Cultivos 
Celulares del CIB-CSIC. 
Las células HeLa (células humanas de carcinoma de cuello 
uterino) se mantuvieron en DMEM (medio Dulbecco modified 
Eagles minimal essential, referencia 41966-029, Gibco, Life 
Technologies) enriquecido con glucosa y piruvato. Las células 
A549 (células humanas tumorales del epitelio alveolar basal) se 
cultivaron en RPMI-1640 (medio Roswell Park Memorial Institute, 
referencia 21875-034, Gibco) con L-glutamina. Ambos medios 
fueron complementados con un 10% de suero fetal bovino 
(Sigma-Aldrich), 10 U/mL de penicilina y 10 μg/mL de 
estreptomicina (Gibco) y se incubaron a 37 °C en presencia de 
un 5% de CO2. Las células se sembraron en una placa de 96 
pocillos con una densidad de 120.000 células/mL para la línea 
celular HeLa y 160.000 células/mL para las células A549. Se 
añadieron 80 μL por pocillo y se cultivaron en 5% de CO2, a 
37 °C, durante 24 h. Al día siguiente, se prepararon diluciones 
seriadas (½) a partir de las soluciones iniciales de los 
sobrenadantes de cada nanobiocatalizador, y se añadieron 20 µL 
por pocillo. Las concentraciones máximas finales a las que se 
expusieron las células correspondían a los sobrenadantes de 
suspensiones de los nanobiocatalizadores con 250 mg/mL (para 
catalizadores -GA-) o 140 mg/mL. 
Después de 48 h de incubación, se realizó un ensayo 
utilizando MTT (bromuro de 3-(4,5-dimetiltiazol-2-il)-2,5-
difeniltetrazolio, Sigma-Aldrich) para determinar la viabilidad 
celular según el protocolo de Mosmann (1983), con algunas 
modificaciones. El MTT es captado por las células y reducido por 
la enzima mitocondrial succinato deshidrogenasa formando 
cristales de formazán que son insolubles. La capacidad de las 
células para reducir el MTT, constituye un indicador de la 
integridad mitocondrial y es interpretada como una medida de 
viabilidad celular.  
En cada pocillo, se agregaron 20 μL de una solución 2,5 
mg/mL de MTT, incubando durante 4 h, a 37 °C. Para solubilizar 
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los cristales de formazán que se forman en esta reacción, se 
añadieron 0,1 mL de una solución que contenía un 10% de SDS 
y 45% de dimetilformamida pH 5,5 y se incubó durante toda la 
noche, a 37 °C. Tras este tratamiento, el líquido de la reacción 
adquiere un color azul, cuya absorbancia puede cuantificarse 
mediante espectrofotometría, midiendo la relación de 
absorbancia 595/690 nm en un lector automático de 
microplacas multiescáner. Se utilizaron como blanco pocillos que 
contenían medio sin células. 
El análisis de los datos se procesó con el programa SigmaPlot 
13.0 representando el logaritmo decimal de la concentración del 
compuesto frente a la relación de absorbancias. Los resultados 
se expresaron como la dosis que inhibe el crecimiento del 50% 
de las células después del período de incubación (IC50). El 
estándar incluido como control positivo fue la colchicina, a 
concentraciones entre 800 nM-1,5 M. 
Para la observación microscópica de las células, se utilizó un 
microscopio invertido con contraste de fase Zeiss IM, y las 
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4.1. Lipasas 
En este trabajo se han utilizado distintas preparaciones de 
lipasas solubles, cuyas principales características, recogidas de 
datos de la literatura, se detallan en la Tabla 1.2. Todas ellas 
corresponden a extractos de enzimas fúngicas, y las lipasas que 
contienen se han inmovilizado sin previa purificación, con el 
objetivo de reducir al mínimo los costes del proceso global. 
La lipasa versátil de O. piceae y su forma recombinante 
obtenida en P. pastoris se produjeron en medio líquido en 
nuestro laboratorio. La producción máxima de la enzima nativa 
(1,4 U/mL) se alcanzó a los 14 días de cultivo en un medio que 
contenía aceite de oliva como inductor. La recombinante se 
produjo en medio YEPS, induciendo la expresión del gen 
diariamente con metanol, y los niveles máximos de actividad 
extracelular (20 U/mL) se detectaron tras 4 días de incubación. 
Tras estos períodos, se eliminaron las células por centrifugación 
y filtración, sometiendo los sobrenadantes a ultrafiltración para 
obtener los extractos enzimáticos crudos concentrados con los 
que se trabajó. Estos resultados muestran que la producción de 
la enzima recombinante es mucho más eficiente que la de la 
nativa tanto por los niveles de actividad como por el tiempo de 
incubación.  
La selección de las enzimas comerciales se realizó atendiendo 
a varias razones. Los estudios iniciales de este trabajo se 
enfocaban en la síntesis enzimática de ésteres de fitoesteroles 
catalizada por la enzima soluble de O. piceae. Para comparar su 
actividad con la de otras lipasas fúngicas se eligieron, además de 
la enzima recombinante OPEr, la preparación comercial de lipasa 
de C. rugosa (Kontkanen et al., 2001; Teixeira et al., 2011; 
Villeneuve et al., 2005) y las lipasas recombinantes,  
comercializadas por Novozymes, Cal A® y Cal B® de C. antarctica, 
descritas como biocatalizadores para múltiples aplicaciones de 
interés, incluyendo la síntesis de ésteres de esteroles (Panpipat 
et al., 2013). Además, las propiedades bioquímicas y catalíticas 
de estas dos últimas enzimas son bien conocidas, y se 
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consideran biocatalizadores únicos por la amplia variedad de 
sustratos sobre los que actúan (Kirk and Christensen, 2002). Cal 
B® es una de las lipasas más estables, y la más utilizada a escala 
industrial en procesos de síntesis orgánica (Ortiz et al., 2019), y 
Cal A® se caracteriza por su eficacia frente a sustratos muy 
voluminosos o con grupos alcohólicos poco accesibles (Kirk and 
Christensen, 2002), razones por las cuales también han sido 
ensayadas en otras aplicaciones abordadas en esta tesis. 
Finalmente, también se utilizó Eversa®, otro preparado de 
Novozymes, que contiene una forma modificada de la lipasa de 
T. lanuginosus, y cataliza la síntesis de biodiesel con alta 
eficiencia (Adewale et al., 2017; Andrade et al., 2017; Remonatto 
et al., 2018). Este producto fue lanzado al mercado en 2014 y se 
publicitó como la primera solución enzimática para la síntesis de 
biodiesel a partir de aceites usados (Novozymes, 2014).  
En primer lugar, analizaremos los resultados derivados de la 
caracterización de los extractos enzimáticos utilizados, en los 
que determinamos su actividad y contenido proteico. Puesto que 
los ensayos inicialmente planteados en este trabajo iban 
dirigidos hacia la síntesis enzimática de ésteres de fitoestanoles 
y de ácidos grasos de cadena corta, la actividad de cada una de 
las preparaciones solubles se midió valorando la hidrólisis de 
pNPB. El uso de este sustrato modelo para valorar las actividades 
lipasa y esterasa está ampliamente documentado (Fernandez-
Lopez et al., 2017; Otero et al., 2005; Viñambres et al., 2018; 
Zaak et al., 2017) ya que el pNP liberado en la hidrólisis se 
detecta fácilmente por colorimetría. Sin embargo, conviene tener 
en cuenta que, al ser un éster de un ácido graso de cadena corta, 
es más adecuado para medir actividad esterasa.  
La Tabla 4.1 recoge los resultados de estas determinaciones, 
ilustrando la disparidad de valores registrados para el contenido 
proteico y la actividad frente a pNPB de los seis extractos 
enzimáticos analizados. Esta disparidad se debe, por una parte, 
a la diferente especificidad de sustrato de cada una de las 
lipasas. El contenido en proteínas también es variable y, además, 
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no toda la proteína detectada es lipasa, ya que se están 
analizando los extractos crudos. 
 
Tabla 4.1. Actividad lipasa frente a pNPB y concentración de proteína de los 
extractos con actividad lipasa empleados en este trabajo. 
Lipasa Actividad (U/mL) 
Concentración 
proteica (mg/mL) 
OPE 41 ± 4 1,2 ± 0 
OPEr 378 ± 75 25,0 ± 3,4 
CRL 19 ± 2 2,3 ± 1,6 
Cal A® 287 ± 37 60,6 ± 1,7 
Cal B® 51 ± 9 102,1 ± 0,1 
Eversa® 974 ± 63 73,1 ± 0,1 
 
4.2. Soportes 
Los materiales empleados como soportes para la 
inmovilización pueden ser orgánicos, inorgánicos o híbridos 
(Zdarta et al., 2018). En general, se prefieren los nanomateriales 
inorgánicos por factores como su gran área superficial, la 
presencia de grupos funcionales superficiales que se pueden 
modificar químicamente permitiendo la fijación de la proteína 
mediante distintos procedimientos, su insolubilidad en agua, 
elevada estabilidad y resistencia microbiológica, buenas 
propiedades de adsorción y bajo coste (Zdarta et al., 2018; Zucca 
and Sanjust, 2014). En los últimos años, se ha popularizado el 
uso de distintos tipos de nanomateriales para la inmovilización 
de enzimas. Entre sus ventajas, cabe destacar que suelen ser no 
porosos, de modo que la enzima se localiza en su superficie, 
minimizando o anulando los problemas de difusión interna de 
los sustratos, y entre sus desventajas, la dificultad para 
separarlos del medio de reacción por su pequeño tamaño 
(Cipolatti et al., 2016). En esta Tesis se han empleado dos tipos 
de soportes inorgánicos. Como primera opción, se eligió trabajar 
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con nanopartículas de magnetita, que son especialmente 
atractivas por permitir una fácil separación y recuperación del 
soporte mediante la aplicación de un campo magnético externo 
(Cao et al., 2012; Cipolatti et al., 2016; Li et al., 2013; Liu et al., 
2013; Muley et al., 2020; Netto et al., 2013). La magnetita es el 
óxido de hierro más utilizado para inmovilización enzimática 
debido a sus ventajas aunque, debido a la tendencia a la 
agregación de las nanopartículas y a su fácil oxidación en el aire, 
es preciso modificar su superficie para evitar su pérdida de 
magnetismo y de dispersabilidad (Bilal et al., 2018). De hecho, 
los soportes basados en magnetita la incorporan en el interior de 
nanopartículas recubiertas por un material protector, 
generalmente silíceo. En segundo lugar, hemos ensayado la 
posibilidad de utilizar como soporte un nuevo tipo de material no 
magnético sintetizado en laboratorio del Dr. Félix López (grupo 
TecnoEco, CENIM-CSIC) a partir del tratamiento 
hidrometalúrgico de baterías agotadas (“masa negra”). 
Químicamente, estos compuestos son óxidos metálicos binarios 
con diferentes proporciones de Zn/Mn, con fórmula general 
ZnxMn3-xO4 (0,25 ≤ x ≤ 1,25), que se sintetizan a través de una 
etapa de lixiviación ácida del Zn y Mn, seguida de la precipitación 
de los cationes Zn2+ y Mn2+ en un medio alcalino. Este tipo de 
óxidos puede ser un material interesante para su uso como 
soportes, ya que su síntesis es barata y contribuye a la 
valorización y reciclado de residuos y productos post-consumo. 
En nuestro caso, se seleccionaron materiales con dos 
estequiometrías Zn/Mn diferentes, a los que hemos denominado 
G1 y G4.  
Se utilizaron varias técnicas físicas para caracterizar los 
soportes elegidos. La difracción de rayos X y la microscopía 
electrónica se aplicaron al estudio de todas las nanopartículas 
desnudas (MNPs, G1 y G4), antes de su modificación química. 
Antes y después de su funcionalización, se analizaron por 
espectroscopia de infrarrojos. Además, en el caso de las MNPs, 
se analizaron sus propiedades magnéticas. Estos resultados se 
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presentan en dos secciones, diferenciando entre soportes 
magnéticos y no magnéticos, para su mejor comprensión. 
4.2.1. Caracterización de los soportes magnéticos 
4.2.1.1. Análisis mediante difracción de rayos X (XRD) 
Los patrones de XRD de las MNPs (Figura 4.1) mostraron seis 
máximos de difracción que se pueden asignar a una simetría 
cúbica con el grupo espacial Fd3m (base de datos JCPDS número 
82-1533), lo cual es compatible con una estructura tipo espinela 
característica de la magnetita. La estimación del tamaño medio 
de la muestra se realizó utilizando la fórmula de Scherrer 
(Alcaraz et al., 2015): hkl = 0,89/βcos, donde hkl es el tamaño 
medio calculado del cristal, 0,89 es el factor de forma 
(suponiendo partículas esféricas, típica de las fases Fe3O4),  es 
el ángulo de Bragg, β es el ancho completo de la media de los 
máximos de difracción experimentales y  la longitud de onda de 
los rayos X. El tamaño medio de las MNPs desnudas se estimó 
en 15 nm. Además, para realizar una mejor caracterización 
estructural, se analizó el patrón de XRD por el método de 
Rietveld. Los resultados obtenidos parecen indicar que la 
muestra contiene tanto magnetita (Fe3O4) como otro óxido de 
hierro, la maghemita (Fe2O3), aunque el análisis XRD de los 
óxidos de hierro y la interpretación de los resultados no siempre 
es lo suficientemente precisa (Wu et al., 2015). 
 
 
Figura 4.1. Patrón de difracción de rayos X de las nanopartículas de 
magnetita comercial desnuda utilizadas en este trabajo. 
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4.2.1.2. Visualización mediante microscopía electrónica de 
transmisión y barrido de los soportes magnéticos 
Las nanopartículas magnéticas tienen una morfología 
homogénea y esférica (Figura 4.2 a), que corresponde a las fases 
de Fe3O4 (Patil et al., 2014; Shi et al., 2018). La distribución de 
tamaño de las MNPs indica un diámetro medio de partícula de 
10 ± 2 nm (Figura 4.2 a, centro), coherente con el determinado 
mediante XRD, y el del soporte comercial SiMAG-Octyl es similar 
(Figura 4.2 b, centro). Sin embargo, en las imágenes de TEM y 
SEM de estas últimas se observó un material orgánico libre de 
unos 3 nm de grosor (Figura 4.2 b) cuya naturaleza es 
desconocida. Según indican las especificaciones del fabricante, 
las partículas SiMAG-Octyl tienen un diámetro hidrodinámico de 
1 µm y contienen un núcleo de magnetita cubierto por una capa 
de sílice no porosa. Por tanto, de los datos adquiridos se deduce 
que, aun siendo el tamaño del núcleo magnético de las SiMAG-
Octyl® similar al de las MNPs, la existencia de dicho material 
orgánico debe ser responsable del diámetro hidrodinámico de 
esta preparación.  
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Figura 4.2. Análisis mediante microscopía electrónica. a) Nanopartículas de 
magnetita (MNPs). b) Nanopartículas comerciales SiMAG-Octyl®. Material 
orgánico señalado con flechas rojas. Paneles superiores: micrografías de 
TEM; centro: distribución de tamaños; abajo: micrografías de SEM.  
 
4.2.1.3. Espectroscopía de Infrarrojos por transformada de 
Fourier (FTIR) 
Los espectros FTIR de los soportes magnéticos MNPs, AMNPs 
y AMNPs-GA (Figura 4.3), muestran una banda de absorción con 
una intensidad máxima centrada en torno a 580 cm-1, que puede 
atribuirse al FeOH-O, en la estructura inversa tipo espinela del 
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Fe, en posiciones tetraédricas (Vadivel et al., 2015). Según la 
bibliografía consultada, las bandas alrededor de 1.090 y 1.190 
cm-1 detectadas en los soportes silanizados y funcionalizados 
corresponden a la presencia de grupos SiO-H y Si-O-Si (Cao et 
al., 2009; Zhao et al., 2018), y la observada en torno a 800 cm-1 
puede asignarse al modo de vibración de flexión de los enlaces 
Si-O (Griffiths, 1992). Estas bandas debidas al Si son muy 
intensas en el espectro del soporte comercial SiMAG-Octyl, y 
mucho más tenues en los de las AMNP y AMNP-GA, que poseen 
un recubrimiento mucho más fino. La presencia de una capa 
gruesa de sílice en las SiMAG-Octyl®, había sido ya observada en 
las imágenes de TEM (Figura 4.2 b, arriba). Las señales 
registradas en la región entre 1.400-1.500 cm-1 pueden deberse 
a los grupos CH2 y CH3 de las cadenas alquílicas introducidas en 
la funcionalización. La banda centrada a 1.647 cm-1 se puede 
atribuir ya sea a vibraciones de flexión H-O-H del agua o a 
vibraciones de estiramiento N-H (Bini et al., 2012), que se 
justifican por la incorporación de grupos amino en AMNPs y 
AMNPs-GA. Por otra parte, en las muestras tratadas con GA se 
observa un ensanchamiento de esta banda, con multitud de 
señales pequeñas y poco definidas entre 1.647 y 1.750 cm-1, que 
corresponden a los grupos aldehído incorporados sobre el 
soporte (Thangaraj et al., 2016). 
 
 99 Resultados y Discusión 
 
Figura 4.3. Espectros FTIR de las nanopartículas magnéticas desnudas 
(MNPs), funcionalizadas con grupos aminos (AMNPs), activadas con grupos 
aldehído (AMNPs-GA) y el soporte comercial SiMAG-Octyl®. 
 
4.2.1.4. Magnetismo 
Cuando un material ferromagnético ha estado sometido a un 
campo magnético y éste cesa, el material conserva un cierto 
magnetismo residual. Este fenómeno se conoce como histéresis 
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parámetros indicadores de su comportamiento magnético, que 
son característicos de cada material. Los ciclos de histéresis 
obtenidos para las muestras de las MNPs y los 
nanobiocatalizadores (Figura 4.4 a), mostraron una fuerte 
respuesta magnética a la aplicación de un campo magnético 
variable. El valor de la magnetización de saturación (Ms) de 
ambos tipos de muestras fue similar, de alrededor de 70 Oe/g, e 
inferior a los 92 Oe/g esperados para la magnetita (Petrovský, E., 
Herrero-Bervera, E., Harinarayana, T., Ivers, 2011). Esto es 
compatible con la presencia de maghemita en estas muestras, 
tal y como se detectó mediante datos de difracción de rayos X, ya 
que este compuesto tiene menor valor de Ms (82 Oe/g) que la 
magnetita (Tural et al., 2009). El valor del momento magnético 
de los nanobiocatalizadores fue similar al del soporte desnudo, a 
pesar de la capa de sílice no magnética (APTS) y la enzima 
inmovilizada sobre su superficie (Cao et al., 2009; Patil et al., 
2014; Shi et al., 2018). Esta capa de material no magnético es 
muy fina por lo que no conduce a una reducción de la 
magnetización general. 
La Figura 4.4 b muestra las curvas de histéresis del soporte 
comercial SiMAG-Octyl® y del nanobiocatalizador SiMAG-Octyl-
OPEr. En este caso, tampoco se observaron diferencias notables 
en el valor de Ms antes y después de inmovilizar la lipasa, aunque 
es destacable que dicho valor (50 Oe/g) es mucho menor que el 
de la magnetita. Este hecho, que puede afectar negativamente a 
la recuperación de la enzima inmovilizada para su reciclado, 
probablemente se debe a la presencia del material orgánico 
observado sobre las nanopartículas por microscopía electrónica. 
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Figura 4.4. Curvas de histéresis, mostrando la variación del momento 
magnético vs. el campo aplicado para: a) las nanopartículas magnéticas 
desnudas (MNPs) y los nanobiocatalizadores con este soporte, y b) el soporte 
funcionalizado comercial SiMAG-Octyl® y el nanobiocatalizador SiMAG-
Octyl-OPEr. 
 
4.2.2. Caracterización de los soportes no magnéticos 
Estos soportes son materiales completamente nuevos, y se han 
caracterizado mediante técnicas estándar. 
4.2.2.1. Análisis mediante difracción de rayos X (XRD) 
Los óxidos mixtos de Mn/Zn G1 y G4 presentan una pureza 
elevada (95-96%). Su simetría cristalina y su estequiometria 
fueron examinadas mediante XRD, refinando la estructura 
mediante el análisis de Rietveld. 
 
 
Figura 4.5. Patrones de difracción de rayos X de los soportes no magnéticos 
G1 (izquierda) y G4 (derecha). 
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Los patrones de difracción de RX de estas partículas (Figura 
4.5), muestran señales atribuibles a una simetría tetragonal y a 
una estructura tipo espinela, en concordancia con la base de 
datos JCPDS, No. 24-1133. 
En la Tabla 4.2 se recoge la composición en fases cristalinas 
de las nanopartículas sintetizadas. Los perfiles de RXD se 
refinaron por el método de Rietveld, considerando la estructura 
de tipo espinela, permitiendo observar la variación en las 
proporciones Mn/Zn entre G1 y G4.  
 
Tabla 4.2. Estequiometría de los nuevos óxidos Zn/Mn, empleados como 





4.2.2.2. Visualización mediante microscopía electrónica de 
transmisión y barrido de los soportes no magnéticos 
Las nanopartículas G1 y G4 fueron también observadas por 
TEM y SEM (Figura 4.6). Al contrario que las MNPs, estas 
nanopartículas no tienen ni forma ni tamaño homogéneos, por 
lo que resulta imposible dar un valor de su diámetro medio, pero 
en general su tamaño (> 50 nm) es mayor que el de los soportes 
magnéticos. Dado que su síntesis se llevó a cabo a partir de un 
residuo, mediante un nuevo procedimiento no industrial y en el 
que no se utiliza un molde, la heterogeneidad de estos materiales 
es esperable. A la vista de las imágenes podemos decir que las 
nanopartículas G1 son menores que las G4. 
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Figura 4.6. Micrografías de TEM (arriba) y SEM (abajo) de los soportes no 
magnéticos: a) G1 y b) G4. 
 
4.2.2.3. FTIR 
Los espectros FTIR de las nanopartículas G1 y G4 (Figura 4.7) 
no presentaron diferencias destacables entre sí, ya que solo se 
distinguen en la estequiometria de sus componentes. 
La banda a 534 cm-1 se atribuye a las vibraciones de Mn-O, y 
la banda en torno a 636 cm-1 se relaciona con la espinela 
ZnMn2O4 (Zhang et al., 2011). En los soportes funcionalizados se 
observa una banda a 1.063 cm-1, que corresponde a la presencia 
de los grupos SiO-H. La banda a 1.647 cm-1 se intensifica en las 
muestras funcionalizadas debido a las vibraciones de 
estiramiento N-H de los grupos amino libres (Bini et al., 2012). 
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Figura 4.7. Espectros FTIR de las nanopartículas G1 y G4 desnudas y 
funcionalizadas con grupos amino (AG1 y AG4) o aldehído (AG1-GA y AG4-
GA). 
 
4.2.3. Determinación de la densidad de grupos amino 
superficiales en los soportes amino-funcionalizados 
Tras la silanización y funcionalización con el reactivo APTS, 
se midió la cantidad de grupos amino disponibles incorporados 
en los soportes AMNPs, AG1 y AG4. En los todos ellos, la 
cantidad promedio de grupos amino incorporados a las 
nanopartículas fue de 10,8 ± 3,4 µmol/g de soporte, siendo este 
valor comparable al reportado en algunas especificaciones 
técnicas de preparaciones comerciales. 
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4.3. Inmovilización de OPEr y otras lipasas 
La inmovilización de una proteína implica su fijación a un 
soporte sólido insoluble. Si la actividad de la enzima resiste este 
proceso, el biocatalizador inmovilizado es, en muchas ocasiones, 
más estable que la enzima libre, y puede separarse fácilmente 
del medio de reacción, dejando los productos resultantes más 
limpios y, además, puede reutilizarse (Adlercreutz, 2013; Bernal 
et al., 2018; Cao, 2005; Cipolatti et al., 2016; Sheldon and van 
Pelt, 2013; Sheldon and Woodley, 2018; Shuai et al., 2017). Sin 
embargo, no es fácil predecir cuál de los múltiples métodos de 
inmovilización disponibles será el más adecuado para producir 
un biocatalizador robusto para una determinada aplicación. La 
introducción de funcionalidades específicas en la superficie 
proteica mediante ingeniería genética, para el acoplamiento 
orientado y preciso de algunas proteínas (Molina-Espeja et al., 
2019), es una de las pocas aproximaciones racionales existentes 
para ello. Pero, en general, hay que tener en cuenta que el mejor 
método de inmovilización difiere de enzima a enzima, de 
aplicación a aplicación y de soporte a soporte y, por tanto, la 
única aproximación posible es la de ensayo y error (Cao, 2005). 
En este apartado examinaremos los resultados de la 
inmovilización de OPEr mediante varias aproximaciones. La 
mayor parte del trabajo se ha realizado utilizando soportes 
magnéticos, evaluando cuál era la carga enzimática óptima para 
la inmovilización sobre estos soportes. Aunque el área superficial 
de las nanopartículas magnéticas es alta, hay que tener en 
cuenta que, al no ser porosos, la inmovilización es 
exclusivamente superficial, lo que impide el uso de grandes 
cantidades de proteína. Tras la inmovilización, se midió la 
actividad residual en los sobrenadantes y la actividad 
inmovilizada en el nanobiocatalizador y, a partir de estas 
determinaciones, se calcularon los parámetros que indican la 
eficiencia global de los distintos procedimientos ensayados. Es 
importante destacar que el rendimiento de inmovilización de las 
lipasas se determina valorando su actividad residual en el 
sobrenadante (sección 3.9.3), no la proteína residual. La medida 
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de la proteína no inmovilizada podría dar una visión 
distorsionada de cómo se inmoviliza la lipasa, ya que otras 
proteínas presentes en el crudo pueden inmovilizarse de una 
forma diferente (Sheldon and van Pelt, 2013). 
Sobre estos mismos soportes, también se han inmovilizado 
covalentemente lipasas comerciales con el fin de comparar su 
eficiencia en determinadas aplicaciones. 
Los nuevos óxidos mixtos funcionalizados solo se evaluaron 
como soportes para la inmovilización covalente de OPEr. El 
listado de todos los biocatalizadores sintetizados en este trabajo 
se recoge en la Tabla 3.5 (sección 3.9). 
4.3.1. Inmovilización no covalente sobre MNPs 
La inmovilización mediante interacción hidrofóbica es un 
mecanismo ideal para proteínas muy hidrofóbicas, como las 
lipasas, y el procedimiento es muy sencillo y rápido. Entre otras 
ventajas adicionales, cabe destacar que, dada la afinidad 
excepcionalmente alta de las lipasas por soportes hidrofóbicos, 
simultáneamente a la inmovilización tiene lugar su purificación 
total o parcial, y además que la enzima se inmoviliza en su 
conformación abierta. Esto es así porque los 
grupos alquílicos situados en la superficie del soporte inducen la 
apertura de la tapa, dejando expuesta la región hidrofóbica que 
conecta el centro activo con el exterior. Por tanto, la unión 
establecida con el soporte es muy intensa y la enzima 
queda estabilizada en dicha conformación (Fernandez-Lafuente 
et al., 1998; Fernandez-Lorente et al., 2008; Mateo et al., 2007; 
Palomo and Guisan, 2012; Rodrigues et al., 2019; Tacias-
Pascacio et al., 2016).  
Sin embargo, a pesar de los excelentes resultados de este tipo 
de inmovilización, las interacciones no covalentes pueden 
resultar poco estables, tanto de cara a su almacenamiento como 
en las condiciones utilizadas en los procesos industriales, y con 
frecuencia la enzima va desprendiéndose del soporte por cambios 
en el pH, concentración salina o temperatura, contaminando el 
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producto final. No obstante, en medios no acuosos el lixiviado de 
la enzima es mínimo (Rodrigues et al., 2019; Torres-Salas et al., 
2011b). 
En este trabajo, se inmovilizó OPEr mediante interacción 
hidrofóbica utilizando un soporte magnético comercial 
funcionalizado con grupos octilo (SiMAG-Octyl®). La carga 
enzimática óptima se determinó añadiendo concentraciones de 
proteína de entre 4 y 40 µg/mg soporte y permitiendo su 
interacción durante unos minutos en condiciones muy suaves, a 
pH neutro, lo que contribuye al mantenimiento de la actividad. 
En la Tabla 4.3 se muestran los resultados del rango de carga 
enzimática analizado. Se puede observar que la eficiencia de la 
inmovilización disminuye notablemente a partir de una 
determinada carga enzimática, indicando que el soporte está 
saturado. A las dosis de proteína más bajas se inmovilizó la 
totalidad de la lipasa, pero la actividad del nanobiocatalizador es 
también muy baja.  
 
Tabla 4.3. Efecto de la carga de proteína en la inmovilización no covalente 
de crudos de OPEr sobre nanopartículas magnéticas comerciales 
funcionalizadas con grupos octilo (SiMAG-Octyl®). Actividad lipasa 
determinada frente a pNPB. 
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Por esta razón, en este caso se eligió una concentración de 
proteína de 14 µg/mg soporte como carga óptima. En estas 
condiciones, la actividad inmovilizada fue 843 mU/mg de 
soporte, indicando que se había inmovilizado en forma activa el 
80% de la lipasa ofrecida (1050 mUpNPB). Puesto que este método 
es muy eficiente y preserva la actividad de OPEr, el valor máximo 
de actividad inmovilizada por hidrofobicidad a cada una de las 
cargas proteicas ensayadas podría servir como referencia del 
máximo esperable para la unión de la lipasa a los otros soportes.  
En este caso, en el que OPEr no solo es la única lipasa 
existente en el crudo enzimático, sino también la proteína más 
hidrofóbica, el nanobiocatalizador SiMAG-Octyl-OPEr está muy 
enriquecido en la lipasa. De hecho, esta misma funcionalidad 
(grupos octilo) se usa en las columnas de cromatografía líquida 
empleadas para la purificación de OPEr (Vaquero et al., 2015a). 
Ello explica los altísimos rendimientos de inmovilización, ya que 
la mayor parte de las restantes proteínas del crudo quedan en el 
sobrenadante sin fijarse al soporte (Figura 4.8). Teniendo en 
cuenta que trabajamos con crudos enzimáticos, este hecho 
marca una importante diferencia con los demás 
nanobiocatalizadores de OPEr sintetizados en esta Tesis. 
Aunque la activación interfacial se ha descrito como causa de 
hiperactivación en algunas lipasas (De Melo et al., 2017; 
Fernandez-Lafuente et al., 1998; Fernandez-Lorente et al., 2008; 
Shuai et al., 2017; Tacias-Pascacio et al., 2016), en OPEr nunca 
se ha observado claramente este fenómeno. Recordemos que 
OPEr es una lipasa versátil, con una marcada actividad esterol 
esterasa, y esta hiperactivación no se ha descrito en esterol 
esterasas. 
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Figura 4.8. Gel de electroforesis SDS-PAGE del extracto crudo de OPEr 
(recuadrado en amarillo están las bandas correspondientes a la enzima 
OPEr) y de la proteína residual en el sobrenadante, tras la inmovilización. 
 
En ninguno de los ensayos realizados en este trabajo se 
detectó que la actividad inmovilizada superara el valor de la 
actividad inicial, sino más bien al contrario. De hecho, en las 
condiciones seleccionadas como óptimas hay una pérdida de 
actividad del 20% en el catalizador final, a pesar de que el 99% 
de la lipasa ofrecida se había inmovilizado (Tabla 4.3). Esto 
podría deberse a una limitada accesibilidad del sustrato al sitio 
catalítico de algunas de las moléculas de OPEr debido a su 
aglomeración (Zaak et al., 2017). Son escasos los trabajos que 
tratan la inmovilización de lipasas sobre MNPs con grupos octilo 
(Mosayebi et al., 2020), pero muchos hablan sobre la unión 
hidrofóbica a perlas de agarosa con esta misma cadena alquílica, 
obteniendo rendimientos de alrededor del 100% y sin pérdida de 
actividad una vez la enzima está inmovilizada (Fernandez-
Lafuente et al., 1998; Virgen-Ortíz et al., 2017; Zaak et al., 2017). 
Hay también multitud de ejemplos de lipasas inmovilizadas 
 110 Resultados y discusión 
sobre otros soportes con grupos funcionales hidrofóbicos con 
muy distintos rendimientos (Albuquerque et al., 2016; Arana-
Peña et al., 2018; Fernandez-Lopez et al., 2017; Rodrigues et al., 
2019; Tacias-Pascacio et al., 2016; Zaak et al., 2017). 
4.3.2. Inmovilización covalente sobre MNPs 
Los procedimientos ensayados para la unión covalente de 
OPEr a las nanopartículas magnéticas fueron muy diferentes 
entre sí. Uno de ellos se basa en la activación del soporte 
aminado con glutaraldehído y la posterior unión covalente de las 
proteínas a través de determinados aminoácidos. Esta 
metodología es, probablemente, la más empleada para la 
inmovilización de enzimas (De Melo et al., 2017). Los otros dos 
métodos son menos convencionales. En el segundo de ellos, las 
(glico)proteínas se unen a los grupos amino del soporte, a través 
de aldehídos generados en sus cadenas glucídicas, de modo que 
la porción proteica de la enzima no participa directamente en 
dicha unión. El tercero combina un primer paso de interacción 
física entre las proteínas y el soporte magnético, que va seguido 
de la formación de agregados proteicos y su entrecruzamiento 
covalente.  
En los casos en los que la cadena peptídica interviene en la 
unión al soporte, es preciso recordar que solo algunos de los 20 
aminoácidos proteicos son susceptibles de mediar esta unión 
gracias a su reactividad (Figura 4.9). La participación de unos u 
otros dependerá del grupo funcional incorporado al soporte y de 
las condiciones en las que se lleve a cabo la inmovilización (Cao, 
2005). 
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Figura 4.9. Esquema de los aminoácidos que pueden servir de anclaje en la 
inmovilización: ++ (rojo) usados muy frecuentemente; + (amarillo) usados 
frecuentemente; ± (verde) no usados frecuentemente; – (azul) no usados. 
Adaptado de Cao (2005). 
 
4.3.2.1. Inmovilización mediante unión de la cadena proteica 
al soporte AMNP-GA 
Como acabamos de comentar, el soporte AMNP-GA empleado 
para inmovilizar OPEr mediante este procedimiento se preparó 
por tratamiento de las AMNPs con glutaraldehído, un reactivo 
bifuncional ampliamente utilizado para este propósito que 
interacciona principalmente con grupos amino primarios de las 
proteínas (Barbosa et al., 2014; Betancor et al., 2006). Según en 
qué condiciones tenga lugar la inmovilización, también puede 
interaccionar con aminoácidos que contengan tioles, imidazoles 
u otros aminoácidos (Modenez et al., 2018). A pesar de su uso 
generalizado como agente entrecruzante, aún no se conoce 
exactamente cómo se comporta el glutaraldehído en solución 
acuosa, aunque se sabe que existe en múltiples formas (Barbosa 
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et al., 2014). A valores de pH entre 3 y 8, y en soluciones diluidas, 
parece encontrarse en forma monomérica, como aldehídos o 
hemiacetales cíclicos estables, mientras que a pH alcalino se 
forman aldehídos oligoméricos por condensación aldólica (De 
Melo et al., 2017). En nuestro caso, la activación del soporte se 
realizó empleando una solución 250 mM de glutaraldehído en 
agua (sección 3.8.3), por lo que presumiblemente se unirían al 
amino una o dos de las formas monoméricas, dando lugar a un 
soporte heterofuncional (Betancor et al., 2006). Por esta razón, 
la fuerza iónica a la que se realice la inmovilización condiciona el 
tipo de mecanismo por el que se fijan las proteínas (Barbosa et 
al., 2014; De Melo et al., 2017). A valores elevados o bajos se 
produce una primera interacción de las proteínas por adsorción, 
hidrofóbica en el primer caso, y aniónica, en el segundo, 
mientras que a valores moderados las proteínas forman 
directamente el enlace covalente. De acuerdo con el estudio 
realizado por Betancor et al. (2006), podemos sugerir que, en las 
condiciones de concentración salina media-baja (100 mM) 
elegidas para la inmovilización de OPEr en este soporte, podría 
existir bien una unión covalente directa, o bien una etapa inicial 
de interacción iónica, seguida de una reacción intermolecular 
muy rápida entre los nucleófilos de las proteínas y los aldehídos 
del soporte.  
La particular reactividad del glutaraldehído hace posible que 
los enlaces entre los aldehídos libres del soporte y los grupos 
funcionales de la cadena polipeptídica se establezcan a valores 
de pH moderados. Así, se evita la exposición de las proteínas a 
las condiciones fuertemente alcalinas que serían necesarias para 
hacer reactivos los grupos nucleófilos superficiales de las 
proteínas (Barbosa et al., 2014; De Melo et al., 2017), y además 
se forma un enlace covalente estable sin usar un agente reductor 
(Santos et al., 2015). A pH alcalino, la unión se establece 
generalmente con los grupos ε-amino de las lisinas, que son 
altamente nucleófilos, formando bases de Schiff mediante 
adición de Michael, o compuestos de piridinio cuaternarios 
(Modenez et al., 2018). 
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Figura 4.10. Estructura de OPEr en su conformación: a) abierta y b) 
cerrada, c) Dímero de OPEr mostrando en rojo la zona de acceso de los 
sustratos y los 4 sitios de glicosilación (2 en cada monómero) en magenta. 
Los más exteriores, que corresponden con N380, están en la salida del 
túnel. Modificada de Vaquero (2016). 
 
En nuestro caso, la inmovilización se hizo a pH neutro, siendo 
poco probable que los grupos ε-amino de las lisinas superficiales 
estén activados puesto que su pKa es muy elevado. En estas 
condiciones, es muy posible que las proteínas se hayan unido al 
soporte principalmente por su aminoácido N-terminal (Barbosa 
et al., 2014), aunque no podemos excluir la intervención de otras 
regiones con grupos amino reactivos a pH neutro. A pesar de la 
proximidad del aminoácido N-terminal a la región de la tapa 
(Figura 4.10), parece que la inmovilización a través de este punto 
no afecta a su apertura, puesto que el biocatalizador 
inmovilizado es activo. 
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Tabla 4.4. Efecto de la carga de proteína en los parámetros de 
inmovilización de OPEr sobre nanopartículas magnéticas funcionalizadas 




La Tabla 4.4 recoge los resultados de la determinación de la 
carga enzimática óptima para la inmovilización por de OPEr 
sobre el soporte AMNP-GA, que se realizó de la misma forma que 
en el caso anterior, a partir de 4 µg de proteína total (300 mU) 
por mg de soporte. Puesto que los nanobiocatalizadores 
producidos utilizando una actividad inicial de 750 mU y 1050 
mU por mg de soporte mostraron una actividad específica similar 
pero los parámetros relacionados con la inmovilización 
empeoraron a la dosis más alta, no se ensayaron dosis 
superiores. La carga enzimática aceptada por las nanopartículas 
activadas con glutaraldehído es muy baja, y se eligió como 
óptima una concentración de proteína de 10 µg/mg soporte, que 
corresponde a una actividad inicial total de 750 mU por mg de 
soporte. 
El valor máximo de actividad inmovilizada en AMNP-GA-OPEr 
(334 mU/mg soporte) es la mitad del determinado para las 
SiMAG-Octyl-OPEr a la misma carga proteica, y un 69% inferior 
a la observada a la concentración óptima elegida (1.054 mU/mg). 
No podemos atribuir esta baja actividad a potenciales efectos 
negativos del glutaraldehído sobre la actividad de OPEr, ya que 
se detecta un 35% de lipasa activa en el sobrenadante que no ha 
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podido fijarse al soporte. Los factores que contribuyen a este 
resultado pueden ser varios. El extremo N-terminal de OPEr, por 
el que suponemos que se está produciendo principalmente la 
inmovilización, está muy próximo a uno de los puntos de N-
glicosilación. Esta enzima tiene un 28% de N-glicosilación 
(Vaquero et al., 2015a) y las cadenas glucídicas podrían interferir 
en la interacción de las zonas reactivas de la proteína con el 
soporte y, por tanto, esto podría explicar la baja carga enzimática 
que éste acepta. También podría ocurrir que, al unirse la cadena 
polipeptídica al soporte, a través de un espaciador de brazo corto 
(el GA), y tal vez por unión multipunto a través de otros 
aminoácidos, la lipasa quede rígida en una orientación 
ineficiente, dificultando la catálisis al obstaculizar la entrada o 
la acomodación del sustrato (Barbosa et al., 2014; Zhang et al., 
2015). Esto podría ser más evidente con sustratos voluminosos 
(como los triglicéridos o fitoesteroles), pero en el caso del pNPB 
la molécula es pequeña. Además se ha descrito que, en general, 
la rigidización producida por este tipo de inmovilización suele ir 
acompañada de una estabilización estructural de la proteína 
inmovilizada, haciéndola menos propensa a la desnaturalización 
y favoreciendo el mantenimiento de su actividad (Mateo et al., 
2007). Otro factor que podría dar cuenta de la baja actividad 
retenida sería la ocupación de grupos activos del soporte por 
otras proteínas del crudo. 
 
Tabla 4.5. Comparación de los principales parámetros de la inmovilización 
covalente sobre AMNP-GA- de las lipasas estudiadas. Actividad lipasa 
determinada frente a pNPB. 
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Las lipasas comerciales Cal A®, Cal B® y Eversa® también se 
inmovilizaron mediante este procedimiento, para comparar su 
actividad con la de OPEr en ciertas aplicaciones. Hemos de 
recordar en este punto que la actividad frente a pNPB de cada 
una de las preparaciones de lipasas ensayadas es muy diferente, 
y que, aunque se utilice la misma actividad inicial, cada una de 
ellas corresponde a una cantidad diferente de proteína (Tabla 
4.1). Los resultados de estos ensayos se recogen en la Tabla 4.5.  
Podemos observar dos comportamientos diferentes en las 
cuatro preparaciones estudiadas. Los parámetros de 
inmovilización de Eversa® y OPEr fueron similares, con mejores 
valores que los determinados para las lipasas de C. antarctica. 
Monteiro et al. (2019) inmovilizaron Cal A® sobre MNPs 
recubiertas de quitosano y activadas con GA, con un rendimiento 
de inmovilización del 84%. Este buen dato puede deberse a que 
probablemente la proporción de grupos NH2 reactivos en el 
quitosano es muy superior a la de nuestro soporte amino-
funcionalizado, permitiendo la unión de más grupos aldehído y, 
por lo tanto, de más proteína. En cuanto a Cal B®, López et al. 
(2014) describen rendimientos de inmovilización del 50% sobre 
un soporte similar al nuestro y Barbosa et al. (2012) obtuvieron 
valores ligeramente inferiores utilizando amino-agarosa activada 
con GA, aunque la estabilidad de la preparación era menor. 
Otros autores no describen los resultados de los parámetros de 
inmovilización, aunque refieren la eficiencia de la enzima 
inmovilizada y su mayor estabilidad frente a la enzima libre (Miao 
et al., 2018). 
Los datos registrados para la inmovilización covalente de 
otras lipasas sobre AMNP-GA son muy variables, con 
rendimientos de entre 50-90% dependiendo de la carga 
enzimática ofrecida y la concentración de glutaraldehído, con 
actividades recuperadas de 30-96%. Según Cui et al. (2010), la 
actividad retenida en la inmovilización de la lipasa de C. rugosa 
sobre AMNPs con GA fue del 58%. De Melo et al. (2017) describen 
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un rendimiento de inmovilización del 100% y para esta misma 
enzima y para la lipasa bacteriana LipC12, con actividades 
recuperadas del 95% para CRL y del 42% para LipC12. Xie and 
Ma (2009) inmovilizaron la lipasa comercial Lipozyme-TL de la 
misma manera, con una retención de actividad del 70%. 
4.3.2.2. Inmovilización mediante unión covalente de 
aldehídos generados en las cadenas glucídicas al 
soporte AMNP  
En general, las lipasas extracelulares expresadas en hongos 
y levaduras son glicoproteínas (Barriuso et al., 2016). Las cuatro 
lipasas empleadas en este trabajo lo son, y por tanto poseen 
cadenas superficiales de azúcares que pueden oxidarse 
parcialmente con NaIO4, generando grupos aldehído. Se ha 
descrito que, realizado en condiciones suaves, este tratamiento 
afecta a los carbohidratos sin producir efectos negativos en la 
estructura o en la antigenicidad de las proteínas (Andersen et al., 
1966; Nakamura et al., 1976). Así pues, los aldehídos pueden 
emplearse para anclar la proteína de interés a grupos amino del 
soporte, sin implicar a la cadena peptídica en esta unión, y los 
carbohidratos oxidados actuarían como brazos largos y 
ligeramente flexibles (Knezevic et al., 2006). Dicha flexibilidad 
podría facilitar la adaptación de la estructura de la enzima para 
permitir el acceso de sustratos voluminosos, aunque también 
podría hacerla más susceptible a la inactivación (Barbosa et al., 
2014; Mateo et al., 2007). Este método ha sido utilizado para la 
inmovilización de la lipasa tipo VII de C. rugosa, sobre el soporte 
aminado Eupergit C, no observándose pérdida de actividad 
(Knezevic et al., 2006; Milosavić et al., 2017).  
Los resultados de la optimización de la carga proteica de OPEr 
para su inmovilización, mediante este procedimiento, se 
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Tabla 4.6. Efecto de la carga proteica en la inmovilización covalente de OPEr 
mediante unión de aldehídos, generados en las cadenas glucídicas, a 
nanopartículas aminadas (AMNP-CH-OPEr). Actividad lipasa determinada 
frente a pNPB. 
 
 
Los nanobiocatalizadores con mayor actividad se obtuvieron 
en un rango de cargas de entre 20 y 70 µg proteína/mg soporte, 
seleccionando 20 µg proteína/mg soporte como valor óptimo. A 
cargas proteicas más altas el rendimiento de la inmovilización 
decae y la actividad específica del nanobiocatalizador se estanca, 
con un incremento de tan solo un 12%, indicando que los grupos 
reactivos del soporte magnético están ocupados. Comparando la 
actividad específica de los inmovilizados SiMAG-Octyl-OPEr 
(1.054 mU/mg) y AMNP-CH-OPEr (707 mU/mg), a esta carga 
proteica, vemos que la actividad específica del catalizador unido 
covalentemente es un 30% menor, y la actividad recuperada es 
también inferior. Sin embargo, apenas se detecta actividad en el 
sobrenadante en estas condiciones. Esto podría deberse a una 
cierta inactivación de OPEr durante el proceso, probablemente 
debida al pH alcalino, o a que las moléculas de OPEr 
inmovilizadas a través de la cadena glucídica próxima a la tapa 
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Tabla 4.7. Comparación de los principales parámetros de la inmovilización 
covalente de las lipasas mediante unión de aldehídos, generados en las 
cadenas glucídicas de las lipasas, a nanopartículas aminadas (AMNP-CH-). 
Actividad lipasa determinada frente a pNPB. 
 
 
Las lipasas comerciales también se inmovilizaron por este 
método a partir de una actividad inicial de 1.500 mU/mg soporte 
(Tabla 4.7). De nuevo, Eversa® y OPEr se comportaron de forma 
similar, y sus preparaciones mostraron valores semejantes de Ae 
y actividad recuperada, aunque el rendimiento de inmovilización 
de Eversa® fue menor. Como veremos posteriormente, la 
estabilidad de Eversa® a pH básico es superior a la de OPEr 
(Figura 4.13), y esto explica la buena correlación entre 
rendimiento de inmovilización y actividad recuperada para la 
enzima comercial y apunta a que OPEr sufre una inactivación 
parcial durante la inmovilización. Por otra parte, la Ae del 
preparado inmovilizado de Cal A® fue un 40% más baja que la de 
OPEr, y la de Cal B® un 80%. 
4.3.2.3. Inmovilización por precipitación y entrecruzamiento 
(mCLEAs) 
En la mayor parte de la bibliografía consultada, las mCLEAs 
se producen simplemente por precipitación y entrecruzamiento 
en presencia del soporte recubierto y amino-funcionalizado 
(Cruz-Izquierdo et al., 2014; Gricajeva et al., 2018; Liu et al., 
2015; Netto et al., 2013). En nuestro caso, los ensayos en los que 
se inmovilizó OPEr por este procedimiento carecían de actividad 
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en las reacciones de síntesis ensayadas, aunque sí fueron 
capaces de hidrolizar pNPB (datos no mostrados). 
En una etapa tardía del desarrollo de esta Tesis encontramos 
en la bibliografía un protocolo diferente de preparación de 
mCLEAs, que comprendía una primera etapa de interacción del 
soporte activado AMNP-GA- con las proteínas a pH 8, seguida de 
la adición de sulfato amónico (precipitante de las proteínas que 
permanecen en solución) y de glutaraldehído, para la formación 
irreversible de agregados proteína-soporte (Kim et al., 2010). En 
vista de la diferencia esencial que puede suponer la esa primera 
etapa en las propiedades del catalizador, decidimos ensayarlo 
para la inmovilización de OPEr. En las nuevas condiciones de 
inmovilización, la baja fuerza iónica del tampón y el corto tiempo 
de contacto entre las proteínas y los grupos aldehído 
pueden facilitar el establecimiento de interacciones 
iónicas rápidas entre el soporte y la proteína. Teniendo también 
en cuenta que esta reacción transcurre a un pH ligeramente 
alcalino, es posible que estos contactos proteína-soporte 
tampoco tengan lugar a través de los grupos ε-amino 
de las cadenas laterales de las lisinas, que estarán poco o nada 
cargados. Sea cual sea la región por la que se produzca esta 
unión iónica, seguramente condicionará la orientación de una 
parte de las proteínas, la geometría, y la actividad del 
nanobiocatalizador final (Bernal et al., 2018), obtenido tras 
inmovilizar irreversiblemente por precipitación y 
entrecruzamiento (Betancor et al., 2006).  
En este caso, y por razones de falta de tiempo, no se optimizó 
la carga proteica aportada para inmovilizar OPEr por este 
procedimiento, y se decidió mantener la misma dosis utilizada 
para producir las AMNP-GA-OPEr (10 µg de proteína por mg de 
soporte), teniendo en cuenta la similitud del soporte. Comparado 
con AMNP-GA-OPEr, en el que el rendimiento de inmovilización 
fue del 65% a esta carga proteica (Tabla 4.4), en las mCLEAS-
OPEr se inmovilizó el 99% de OPEr. A diferencia de los otros dos 
métodos de inmovilización covalente evaluados, las otras 
proteínas del crudo no compiten con OPEr por las posiciones 
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activas del soporte, una vez superada la primera fase de 
interacción. Además, se da el caso de que algunos protocolos de 
síntesis de CLEAs describen la incorporación de proteínas 
adicionales (co-feeders) como una herramienta para obtener 
preparaciones con mayor actividad (Tükel et al., 2013). En este 
caso, la actividad recuperada en las mCLEAs (84%) casi duplica 
la determinada para AMNP-CH-OPEr (47%), pero la actividad 
específica de las mCLEAs-OPEr (769 mU/mg soporte) fue 
superior en un 10% y 2,3 veces mayor que la de AMNP-GA-OPEr 
para la misma carga proteica. 
Algunas lipasas inmovilizadas con éxito como mCLEAs, 
mediante este u otros procedimientos similares, se han ensayado 
en diferentes tipos de reacciones (Cruz-Izquierdo et al., 2014; Cui 
et al., 2016; Kim et al., 2010; López et al., 2014; Zhang et al., 
2017). 
4.3.3. Inmovilización covalente de OPEr sobre óxidos mixtos 
Zn/Mn 
Los soportes G1 y G4 se trataron según los procedimientos 
descritos en las secciones 3.8.2 y 3.8.3 para recubrirlos de una 
fina capa de silano y funcionalizarlos con grupos aldehído o 
amino, respectivamente. Para inmovilizar OPEr, se utilizó la 
misma carga proteica que para las AMNPs: 10 µg/mg de soporte 
AG1-GA o AG4-GA y 20 µg/ mg de soporte para AG1- o AG4-. 
Los resultados de estos experimentos se presentan en la Tabla 
4.8. 
La combinación de los soportes AG1 y AG4 con la 
inmovilización por CH- rindió las dos preparaciones con mayor 
actividad específica de entre las sintetizadas covalentemente en 
esta Tesis, con un valor comparable al de SiMAG-Octyl-OPEr. Es 
especialmente interesante el resultado obtenido para AG4-CH-
OPEr, para la que no se observa la inactivación parcial de OPEr 
al pH de la reacción, ya que el rendimiento de inmovilización y la 
actividad recuperada coinciden. 
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Tabla 4.8. Datos de la inmovilización covalente de OPEr sobre soportes de 
óxidos mixtos de Zn/Mn funcionalizados con grupos amino (AG1- y AG4-) 
y con grupos aldehído (AG1-GA- y AG4-GA-). Actividad lipasa determinada 
frente a pNPB. 
 
 
Estos dos soportes ejercen un efecto positivo sobre la 
actividad enzimática a pesar de que las partículas de óxido mixto 
están recubiertas y funcionalizadas, y más especialmente el 
soporte con base G4, el óxido mixto con mayor proporción de Zn 
(Tabla 4.2). Por otra parte, la inmovilización sobre AG1-GA y 
AG4-GA también ofrece resultados sorprendentes. El dato 
calculado para la eficiencia de inmovilización indica claramente 
que OPEr se hiperactiva, y de nuevo el efecto es superior con el 
soporte con base G4. Las causas de este efecto tendrán que 
estudiarse en profundidad.  
No obstante, la manipulación de los catalizadores 
inmovilizados sobre este tipo de soportes resulta más complicada 
y menos adecuada que la de los soportes magnéticos, puesto que 
se recuperan por centrifugación. Una solución a este problema 
sería dotarlos de propiedades magnéticas mediante mezcla de los 
óxidos G1 y G4 con óxidos magnéticos. 
4.3.4. Comparación de los nanobiocatalizadores obtenidos 
A modo de recopilación, compararemos las características de 
todos los catalizadores preparados y su actividad en hidrólisis 
del sustrato modelo pNPB. Los resultados obtenidos para los 
ocho nanobiocatalizadores que contienen la lipasa versátil OPEr, 
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que es el principal objetivo de la presente Tesis, se resumen en 
la Tabla 4.9. 
 
Tabla 4.9. Resumen de los resultados de la inmovilización de los 
nanobiocatalizadores de OPEr. 
 
 
Con los datos recogidos, y para la hidrólisis del sustrato 
modelo pNPB, podemos extraer varias conclusiones de estos 
datos: 
a) Las inmovilizaciones más eficientes fueron las realizadas 
con los soportes AG1-GA y AG4-GA, puesto que la proteína 
incrementa su actividad. Aparte de éstas, son muy destacables 
las mCLEAs, por el excelente compromiso entre carga proteica, 
eficiencia de inmovilización, y actividad específica. Sería 
interesante optimizar las condiciones de inmovilización mediante 
este procedimiento para comprobar si incrementando la carga 
proteica se consigue un nanobiocatalizador con mayor actividad 
específica.  
b) Las preparaciones más activas fueron la no covalente y las 
realizadas sobre los soportes AG1 y AG4 no activados con 
glutaraldehído, seguidas de cerca por mCLEAs y AMNPs. 
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c) La actividad específica de las preparaciones GA-OPEr fue 
entre 2 y 3 veces inferior a la determinada en los demás casos. 
Como ya se ha comentado, esto podría deberse a la presencia de 
proteínas distintas a la lipasa en los extractos crudos, que 
compiten con OPEr para ocupar los grupos aldehído disponibles 
en el soporte activado. Este hecho impacta en la actividad 
específica de los tres nanobiocatalizadores GA-OPEr.  
d) En las condiciones utilizadas en este trabajo, los 
catalizadores producidos al unir OPEr a soportes activados con 
GA tienen menor actividad específica que los del tipo CH-OPEr. 
El mejor de los procedimientos, si consideramos 
conjuntamente todos los parámetros de inmovilización 
evaluados, fue el de formación de mCLEAs de OPEr. Con una 
dosis baja de actividad inicial ofrecida y el 99% de inmovilización, 
se observó una excelente actividad en el inmovilizado. 
Respecto a las lipasas comerciales, es difícil llegar a 
conclusiones válidas, ya que las condiciones de inmovilización 
no estaban optimizadas para cada una de ellas. Simplemente, 
señalaremos que mediante los dos procedimientos ensayados se 
obtiene proteína activa. 
Estos resultados demuestran que el soporte y el método de 
inmovilización afectan a la actividad enzimática, y confirman la 
importancia de la ingeniería de biocatalizadores con el fin de 
seleccionar el más adecuado para una determinada aplicación 
(Cantone et al., 2013; Mateo et al., 2007; Sheldon and van Pelt, 
2013). 
4.3.5. Estabilidad de los nanobiocatalizadores 
Las enzimas destinadas a aplicaciones biotecnológicas 
soportan, en muchos casos, condiciones de reacción mucho más 
drásticas que las de su entorno natural. Cuando se habla de la 
estabilidad de una enzima, nos referimos al mantenimiento de 
su actividad catalítica, ya sea en un determinado rango de 
temperatura o pH, en presencia de compuestos como iones o 
disolventes orgánicos, o durante su almacenamiento. Durante el 
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proceso de inmovilización, la estabilidad de una enzima puede 
aumentar, disminuir o permanecer inalterada. Varios factores 
pueden afectar a la estabilidad de un catalizador inmovilizado y, 
entre ellos, los más relevantes están relacionados con factores 
como el microambiente (hidrofilia, pH, fuerza iónica...), el 
confinamiento de la proteína en determinados soportes (tamaño 
de poro, etc.), la conformación y orientación de la proteína 
inmovilizada, así como la carga enzimática, el tipo de portador y 
la naturaleza de su unión a la proteína. Por ello, es interesante 
estudiar su estabilidad frente a parámetros como el pH y la 
temperatura durante periodos de tiempo equivalentes a los de 
las reacciones que se pretende catalizar, así como durante 
periodos prolongados de almacenamiento. 
4.3.5.1. Estabilidad a temperatura  
La temperatura óptima de las lipasas suele ser de entre 30-
60 °C y 60-80 °C según provengan de microorganismos mesófilos 
o termófilos (Royter et al., 2009). Aunque durante la puesta a 
punto de un proceso biotecnológico medioambientalmente 
sostenible se intenta que la temperatura de trabajo sea lo más 
baja posible, en muchas ocasiones ésta debe ser necesariamente 
elevada para que la reacción se complete en un tiempo razonable, 
y la enzima debe soportarla (Christopher et al., 2014; Sheldon 
and Woodley, 2018). En el caso de las lipasas, el rango operativo 
se extiende, de forma general, entre los 20-70 °C, siendo las 
lipasas bacterianas habitualmente más termoestables que las 
procedentes de otras fuentes (Christopher et al., 2014). 
Los datos obtenidos para la lipasa OPEr y sus diferentes 
formas inmovilizadas se muestran en la Figura 4.11. La enzima 
libre experimentó una fuerte disminución de la actividad con el 
aumento de la temperatura por encima de los 30 °C, conservando 
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Figura 4.11. Termoestabilidad de los nanobiocatalizadores de OPEr vs. 
OPEr soluble: a) magnéticos; b) no magnéticos. 
 
En general, los nanobiocatalizadores de OPEr mostraron 
mayor o igual estabilidad que la enzima libre a lo largo del rango 
de temperatura analizado. Curiosamente, algunas de las 
preparaciones mostraron una actividad inferior a la de OPEr libre 
a 30 °C, mientras que en otras (SiMAG-Octyl-OPEr y las dos 
preparaciones con soporte G4) es ligeramente superior. A 50 y 
60 °C la actividad residual de cualquiera de las preparaciones 
inmovilizadas es netamente superior, y a 70 °C dos de los 
nanobiocatalizadores, AMNP-CH-OPEr y SiMAG-Octyl-OPEr, 
conservan el 15% de la actividad inicial. El hecho de que la 
enzima inmovilizada por interacción hidrofóbica mantenga 
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actividad a 70 °C es notable, ya que es frecuente que las enzimas 
se desorban totalmente a esta temperatura (Rodrigues et al., 
2019). 
También se estudió el perfil de estabilidad térmica de algunas 
de las preparaciones de enzimas comerciales (AMNP-CH-Cal A, 
AMNP-CH-Cal B, AMNP-CH-Eversa y AMNP-GA-Eversa) frente a 
sus formas no inmovilizadas (Figura 4.12). Los 
nanobiocatalizadores de Cal A® y Eversa® mostraron perfiles 
bastante similares a los de la respectiva enzima libre, sin mejoras 
significativas debida a la inmovilización, excepto un cierto 
incremento de su estabilidad a 70 °C. Probablemente, la 
estabilidad térmica de estas enzimas ha sido ya mejorada antes 
de su comercialización por las compañías que las producen. 
Ondul et al. (2012) describieron un fenómeno similar cuando 
inmovilizaron mediante entrecruzamiento la lipasa de T. 
lanuginosus y Cal A®, que solo mejoró su estabilidad a 70-80 °C 
tras la inmovilización.  
Por el contrario, la inmovilización de Cal B® evidenció una 
gran mejora de estabilidad a 50 °C (80% de actividad residual) 
frente a la enzima libre, que se inactiva a esta temperatura, y 
también mantuvo cierta actividad a 60 °C y 70 °C. Arroyo et al. 
(1999) comprobaron la mejora de estabilidad de Cal B® 
inmovilizada covalentemente, sobre distintos soportes orgánicos, 
tras 25 h a 50 °C. Estos catalizadores mantuvieron entre un 25-
55% de su actividad inicial mientras que la enzima libre perdió 
su actividad pasadas 2 h. 
Muchos trabajos, como el que acabamos de citar, abordan el 
estudio de la estabilidad a una temperatura concreta de lipasas 
inmovilizadas, y no en un rango amplio de temperaturas. Sin 
embargo, estudiando el rango de temperatura que soportan estos 
nanobiocatalizadores podemos buscar nuevas aplicaciones, o 
mejores condiciones para su uso. Romero et al. (2018) 
inmovilizaron la lipasa de C. rugosa sobre nanopartículas 
magnéticas de Mg funcionalizadas con GA, incrementando su 
estabilidad un 30-35% entre 10-40 °C y un 20% a 50 °C. 
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Figura 4.12. Comparación de la termoestabilidad de enzimas solubles vs. 
Nanobiocatalizadores: a) Cal A® y AMNP-CH-Cal A; b) Cal B® y AMNP-CH-
Cal B; c) Eversa®, AMNP-CH-Eversa y AMNP-GA-Eversa. 
 
Kim et al. (2010) inmovilizaron también esta enzima como 
mCLEAs, mediante el mismo protocolo empleado en esta Tesis, 
consiguiendo una ligera mejora entre 10-40 °C, mucho menor 
que la observada para OPEr en nuestro estudio, aunque entre 
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50-60 °C la mejora en la estabilidad fue similar a la obtenida para 
las mCLEAs-OPEr.En el caso de la lipasa de G. candidum 
inmovilizada, de forma no covalente, sobre el soporte MANAE-
Agarosa, el perfil de estabilidad térmica mejoró a las 
temperaturas más altas, entre 40-80 °C, llegando a tener más de 
un 60% de actividad a 70 °C, mientras que su forma libre 
mantuvo solo un 20% de su actividad inicial (Ferreira et al., 
2018). Sin embargo, hay que hacer notar que en este ensayo los 
catalizadores se mantuvieron solo 1 hora en las condiciones 
ensayadas. 
Por tanto, podemos concluir que, aunque la mejora en la 
estabilidad térmica no fue tan evidente para Eversa® y Cal A®, 
todos los métodos de inmovilización mejoraron, en mayor o 
menor medida, la estabilidad térmica de las lipasas evaluadas, 
aunque existen diferencias entre cada uno. Esta mejora de la 
estabilidad térmica se debe, probablemente, a cambios 
conformacionales inducidos en la estructura 3D de las enzimas 
cuando se inmovilizan (Arroyo et al., 1999).  
4.3.5.2. Estabilidad a pH de los nanobiocatalizadores 
Las diferencias entre las lipasas libres e inmovilizadas fueron 
más relevantes cuando se estudió la estabilidad a pH en el rango 
2-10 durante 24 h. La actividad medida a pH 7 y 25 °C para cada 
catalizador fue tomada como el 100%. 
Comenzando por OPEr, la inmovilización, por cualquiera de 
los procedimientos empleados en este trabajo, mejoró el perfil de 
estabilidad de la enzima libre a diferentes valores de pH (Figura 
4.13).  
En general, la estabilidad fue excepcional al someter la 
enzima a valores extremos de pH ácido. A pH 2, solo SiMAG-
Octyl-OPEr perdió completamente su actividad, al igual que la 
enzima nativa, mientras que el resto de los nanobiocatalizadores 
(magnéticos o no) mantuvieron más del 50% de actividad a ese 
pH. A pH 10 todos ellos conservaron entre el 40% y el 80% de la 
actividad.  
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Figura 4.13. Estabilidad a pH de los nanobiocatalizadores de OPEr vs. OPEr 
soluble: a) magnéticos; b) no magnéticos. 
 
La actividad detectada para AMNP-CH-OPEr fue muy superior 
al 100% a valores de pH ácidos o alcalinos. Esto sugiere que, en 
medio acuoso, este nanobiocatalizador se hiperactiva a valores 
de pH inferiores a 6 y entre 8-9. Este comportamiento ha sido 
descrito también para Cal A® inmovilizada sobre MNPs 
recubiertas con quitosano y activadas con GA (Monteiro et al., 
2019), aunque como veremos más adelante, nuestro 
nanobiocatalizador de Cal A® no experimentó este efecto de 
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activación. La enzima inmovilizada por -CH sobre los soportes de 
óxidos de Zn/Mn también mostró una actividad superior a la 
inicial a pHs entre 3-7. A pH 2 hay una gran diferencia entre el 
soporte AG1 y el AG4, manteniendo este último toda su actividad 
inicial. Sin superar el 100%, su estabilidad a pH 8-10 es también 
muy elevada (60-100%). Los perfiles de pH de mCLEAs-OPEr y 
SiMAG-Octyl-OPEr fueron los menos optimizados y muy 
similares entre sí a pHs básicos, a pH s ácidos SiMAG-Octyl-
OPEr mantuvo una mayor actividad excepto a pH 2. 
En cuanto a las enzimas comerciales, no se observaron 
mejoras tras la inmovilización excepto en el caso de Cal A®, cuya 
estabilidad a valores de pH entre 3-5 fue muy superior a la de la 
enzima libre (Figura 4.14). Cal B® y Eversa® mantuvieron la 
misma actividad antes y después de la inmovilización, e incluso 
sorprende que a pH 9-10 las enzimas solubles fueran más 
activas. 
El incremento de la estabilidad a pH ácido también fue 
observado por Wang et al. (2015) tras la inmovilización de la 
lipasa de C. rugosa sobre soportes funcionalizados con grupos 
aldehído o amino mediante interacción iónica. En cuanto a la 
inmovilización por precipitación y entrecruzamiento, el trabajo 
de Kim et al. (2010) describe una mejora de entre un 10-20% en 
el rango evaluado (pH 4-9), inferior a la determinada en esta 
Tesis para las mCLEAs-OPEr. Eversa® fue inmovilizada mediante 
interacción hidrofóbica por Arana-Peña et al. (2018) sobre perlas 
de agarosa con grupos octilo, mejorando su estabilidad a pHs 
entre 4-6. El efecto positivo de la inmovilización sobre la 
estabilidad de las lipasas ha sido ampliamente reportado, y 
generalmente se atribuye a la rigidez de la estructura de la 
proteína después de la fijación, en el caso de que la unión sea 
covalente, o a la generación de ambientes favorables (Mehrasbi 
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Figura 4.14. Estabilidad a pH de la enzima soluble vs. los 
nanobiocatalizadores: a) Cal A® y AMNP-CH-Cal A; b) Cal B® y AMNP-CH-
Cal B; c) Eversa®, AMNP-CH-Eversa y AMNP-GA-Eversa. 
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4.3.5.3. Estabilidad almacenamiento 
En la economía de un bioproceso las enzimas representan 
más de la mitad del coste de producción. Por tanto, la posibilidad 
de almacenarlas a largo plazo sin pérdida de su actividad 
biológica resulta muy interesante (Kim et al., 2010). 
En esta Tesis se evaluó la actividad de todos los 
nanobiocatalizadores durante 6-8 meses de almacenamiento a 
4 °C, en Tris-HCl 20 mM, pH 7, sin adición de estabilizantes. Los 
datos de la Figura 4.15 muestran los resultados de la actividad 
residual al cabo de 8 meses para los nanobiocatalizadores 
magnéticos de OPEr y de 6 meses para los no magnéticos. Con 
todos los nanobiocatalizores que implicaban la unión de la 
proteína a través de las cadenas glucídicas modificadas (CH-
OPEr) se obtuvieron excelentes resultados, independientemente 
del soporte utilizado: 100% de su actividad inicial con AMNPs y 
AG1 y 80% sobre AG4. En cuanto a los nanobiocatalizadores que 
implican el uso de soportes funcionalizados con glutaraldehído, 
ya sea mediante unión covalente o como mCLEAs, la actividad 
residual de AMNP-GA-OPEr estuvo en torno a 50-60% (tras 8 
meses) y la de AG1-GA y AG4-GA entre el 80-100% (tras 6 
meses). En el caso de las mCLEAs-OPEr cabe destacar que esa 
pérdida de actividad ya se produce a los 30 días y a partir de ahí 
se mantienen estables con una actividad residual del 60%. Con 
AMNP-GA-OPEr la mayor pérdida de actividad se dio al cabo de 
3 meses (en torno a un 60% de actividad resisdual) y disminuyó 
un 10% en los 5 meses siguientes. El nanobiocatalizador 
obtenido mediante inmovilización no covalente es el que mostró 
mayor pérdida de actividad, con menos de un 40% de actividad 
residual a los 8 meses, sin embargo, esta pérdida ya se observó 
al segundo mes de almacenamiento (datos no mostrados). Dado 
que se descartó el lixiviado de la enzima, ya que no se detectó ni 
actividad lipasa ni proteínas en el buffer de almacenamiento, la 
disminución de actividad podría deberse a la inactivación de la 
lipasa. 
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Figura 4.15. Estabilidad almacenamiento OPEr. a) Nanobiocatalizadores 
con soporte magnético, actividad residual al cabo de 8 meses. b) 
Nanobiocatalizadores con soporte no magnético, actividad residual al cabo 
de 6 meses. 
 
En general, la estabilidad de las enzimas comerciales 
inmovilizadas (Figura 4.16) sobre partículas magnéticas se 
mantuvo entre el 60-80% de su actividad inicial. Cabe destacar 
de entre estos nanobiocatalizadores que AMNP-GA-Cal A 
mantuvo cerca del 100% de actividad. Los nanobiocatalizadores 
de Cal A® y Cal B® conservaron entre un 83-95% de actividad a 
los 6 meses, y Eversa® en torno al 75% de actividad residual. 
 
 
Figura 4.16. Estabilidad almacenamiento de los nanobiocatalizadores 
comerciales, actividad residual al cabo de 8 meses. 
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Son escasos los estudios con lipasas inmovilizadas que 
analizan su estabilidad de almacenamiento, más aún a tan largo 
plazo, como el que se presenta en esta Tesis (Bilal et al., 2018). 
El estudio realizado por Kim et al. (2010) indica que las mCLEAs 
de la lipasa de C. rugosa  mantuvieron el 82% de su actividad 
inicial, pero los datos solo se analizaron hasta 30 días. También 
inmovilizada como mCLEAs, la lipasa de Candida sp. no perdió 
actividad después de 28 días (Cui et al., 2016) y retuvo entre un 
54-75%, tras 38 días de almacenamiento a 4 y 25 °C. Si 
comparamos estos datos con los determinados para las mCLEAs-
OPEr, vemos que la actividad residual al cabo de 8 meses de 
almacenamiento es muy buena. En otro trabajo, Cal A® 
inmovilizada covalentemente conservó el 60% de actividad tras 
28 días (Ondul et al., 2012). Tras 120 días a 4 °C la lipasa de T. 
lanuginosus inmovilizada por interacción iónica sobre MNPs 
mantuvo el 64% de su actividad (Sarno et al., 2017). 
Con estos datos podemos decir que los nanobiocatalizadores 
sintetizados en este trabajo tuvieron una buena estabilidad de 
almacenamiento, principalmente los que se sintetizaron sobre 
los soportes no magnéticos y AMNP-CH-OPEr. 
4.3.5.4. Visualización mediante microscopía electrónica de 
transmisión y barrido de los nanobiocatalizadores 
A continuación, describiremos la morfología de los 
nanobiocatalizadores sintetizados, que se analizó mediante 
microscopía electrónica. En primer lugar, es importante recordar 
que la alta energía superficial de las MNPs, debida a su gran 
superficie específica, hace que éstas tiendan a agregar (Bilal et 
al., 2018). La adición de una capa de sílice con grupos 
funcionales en la superficie de las nanopartículas de magnetita 
puede impedir su agregación en líquidos y mejorar su estabilidad 
química, así como su biocompatibilidad. La superficie hidrofílica 
de las nanopartículas silanizadas también puede ayudar a la 
unión de las enzimas en solución acuosa (Netto et al., 2013). A 
pesar de todo esto, se observó un alto estado de agregación en 
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todos los nanobiocatalizadores, quizá debido al procesamiento de 
las muestras o a una silanización desigual de las nanopartículas 
que favorezca su agregación (Figura 4.17). 
Las imágenes de TEM y SEM de SiMAG-Octyl-OPEr muestran 
el recubrimiento ya observado en el soporte (Figura 4.2 b), 
aunque en este caso es de mayor grosor (aproximadamente 5 nm, 
indicado con flechas rojas). Las imágenes de TEM de los otros 
catalizadores magnéticos (Figura 4.17 a, arriba) no permitieron 
detectar diferencias claras con las del correspondiente soporte 
sin enzima, excepto las mCLEAs-OPEr, en las que se observa una 
fina capa de la enzima (señalada con flechas rojas).  
En las imágenes de SEM (Figura 4.17 a, abajo) sí que se 
aprecia la diferencia entre el aspecto de AMNP-CH-OPEr y AMNP-
GA-OPEr. El de las primeras es más semejante al del soporte 
desnudo, con partículas más discretas, mientras que el segundo, 
a pesar de que se percibe la silueta individual, se observan 
aglomerados. A pesar de ello, en general no se observan cambios 
en el tamaño medio de las preparaciones con OPEr inmovilizada 
con respecto a su soporte (Tabla 4.10). 
 
Tabla 4.10. Diámetro medio de los nanobiocatalizadores observado por 
TEM. 
Nanobiocatalizador Diámetro medio (nm) 
MNPs 10 ± 3 
AMNP-CH-OPEr 9 ± 2 
AMNP-GA-OPEr 8 ± 3 
mCLEAs-OPEr 8 ± 2 
SiMAG-Octyl 10 ± 2 
SiMAG-Octyl-OPEr 11 ± 4 
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Como en el caso de sus soportes, con los 
nanobiocatalizadores no magnéticos, no es posible realizar una 
distribución de tamaños debido la heterogeneidad morfológica de 
la muestra. En las imágenes de TEM no se observan señales del 
recubrimiento de sílice o la enzima (Figura 4.17 b). 
 
 
Figura 4.17. Micrografías de TEM (arriba), distribución de tamaño (centro) 
y micrografías de SEM (abajo) de las preparaciones con OPEr inmovilizada 
sobre soportes: a) magnéticos y b) no magnéticos.  
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4.3.6. Microscopía confocal láser de barrido 
Los azúcares de la lipasa OPEr se utilizaron como 
herramientas para la localización de la glicoproteína en la 
superficie del soporte. Muestras del soporte sin lipasa y de los 
nanobiocatalizadores con OPEr fueron tratadas con 
Concanavalina A, conjugada con Alexa Flúor 594, y observadas 
por microscopía láser confocal. Esta lectina se une 
específicamente a las unidades de -manopiranosa (o 
glucopiranosa) de las cadenas glucídicas, y al llevar un fluoróforo 
acoplado, emite fluorescencia roja cuando se excita con una 
longitud de onda láser apropiada. 
En una primera aproximación, observamos fluorescencia en 
las muestras en las que sólo había soporte (sin enzima), lo que 
indicaba que la lectina se había unido inespecíficamente al 
mismo. Para bloquear los sitios activos responsables de esta 
interacción, se preincubaron las preparaciones con BSA y Tween 
20, de modo que la lectina se unió específicamente a la muestra 
con proteína inmovilizada. Esto se observó como un aumento 
significativo de la fluorescencia roja en las muestras con lipasa 
inmovilizada sobre soportes magnéticos, con los puntos de 
fluorescencia co-localizándose con la imagen del material 
observado bajo la luz del microscopio (Figura 3.18). Sin embargo, 
en los soportes compuestos por Zn/Mn no se consiguió evitar 
esta unión inespecífica y por tanto los resultados no fueron 
concluyentes. 
En las imágenes (Figura 4.18) se observan grandes agregados 
de MNPs (soporte), y que las glicoproteínas no se reparten en su 
superficie de manera homogénea, a excepción de en SiMAG-
Octyl-OPEr. La formación de estos agregados, que ya se 
visualizaron mediante TEM/SEM (Figura 4.17 a), puede impedir 
que la funcionalización realizada en el laboratorio sea 
homogénea, y, por tanto, la distribución uniforme de la enzima. 
Además, estos agregados pueden romperse durante la 
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inmovilización, dejando expuestas zonas superficiales de las 
MNPs que no estén funcionalizadas.  
Cui et al. (2016) analizaron mCLEAs de la lipasa de Candida 
sp. mediante microscopía confocal de barrido y, en este caso, la 
microscopía electrónica permitió ver en mayor detalle la 
estructura del nanobiocatalizador y la distribución de la enzima, 
que tampoco fue homogénea. También se ha observado la 
distribución de lipasas inmovilizadas sobre otros soportes como 
pueden ser Dilbeads (Torres-Salas et al., 2011a) o nanotubos de 
SnO2 (Anwar et al., 2017), y en ambos la enzima se repartía más 
uniformemente sobre su superficie. Sin embargo, en todos estos 
casos la lipasa fue marcada previamente a la inmovilización con 
isotiocianato de fluoresceína, para poder ser detectada, lo que 
podría estar influyendo en distintos parámetros de la 
inmovilización, aunque evita la unión inespecífica del marcaje al 
soporte que puede interferir en la técnica. En el caso de OPEr 
inmovilizada, la lipasa fue marcada con la lectina una vez 
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4.3.7. Citotoxicidad 
La utilización de nanomateriales en algunas aplicaciones se 
ve limitada en la actualidad por las incertidumbres que persisten 
en cuanto a las consecuencias de su uso (Dubascoux and Wyser, 
2019). En este trabajo se han empleado nanomateriales como 
soportes para inmovilizar las enzimas, y el catalizador final 
puede destinarse a la síntesis de compuestos para consumo 
humano. Este es el caso de dos de las aplicaciones descritas en 
esta Tesis, la síntesis de ésteres de sitoestanol y de ácidos grasos 
de cadena corta (VFA), productos de uso alimentario o cosmético. 
Por ello, es importante comprobar que no se liberan sustancias 
nocivas al medio de reacción procedentes del propio soporte, de 
los reactivos empleados en la inmovilización, o del catalizador 
final. 
Se prepararon suspensiones de cada nanobiocatalizador en 
tampón, a concentraciones superiores a las utilizadas en los 
experimentos, para evaluar su potencial toxicidad. Los 
sobrenadantes se recuperaron y se prepararon diluciones 
seriadas, con las que se trataron cultivos de líneas celulares 
HeLa y A549, comprobando su efecto sobre la viabilidad celular. 
Los resultados fueron comparados con los obtenidos en células 
no tratadas (control negativo) y tratadas con colchicina (control 
positivo), un compuesto que despolimeriza los microtúbulos y 
bloquea la formación del huso mitótico (Buey et al., 2005). Como 
se muestra en la Tabla 4.11, la exposición a bajas 
concentraciones de colchicina afecta fuertemente la viabilidad 
celular, mientras que ninguno de los sobrenadantes produjo 
efectos citotóxicos sobre las líneas celulares a ninguna de las 
concentraciones ensayadas, tras 48 h de incubación. Por lo 
tanto, podemos afirmar que, a las concentraciones máximas de 
nanobiocatalizadores ensayadas, el empleo de éstos es seguro, 
ya que no se liberan compuestos citotóxicos.  
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La Figura 4.19 muestra las micrografías de las células 
tratadas con el extracto de AMNP-CH-OPEr a la concentración 
máxima evaluada, junto con un control positivo (células tratadas 
con colchicina a la máxima concentración ensayada) y uno 
negativo (células sin tratar). Las imágenes del análisis del efecto 
de los otros tratamientos con los demás nanobiocatalizadores 
son comparables (datos no mostrados). Así, la observación 
microscópica de las células respalda los resultados de la IC50. No 
se aprecian diferencias entre las células control no tratadas y las 
tratadas durante 48 h con los extractos (a la máxima 
concentración), mientras que, en el control positivo, expuesto al 
agente citotóxico colchicina, se observan pocas células y la 
mayor parte de ellas no están adheridas al pocillo, lo que es un 
signo de citotoxicidad. 
 
 
Figura 4.19. Micrografías de células HeLa y A549 no tratadas (centro) y 
tratadas durante 48 h con la máxima concentración ensayada de colchicina 
(izquierda) y extracto de AMNP-CH-OPEr (derecha). 
 
Hasta ahora, no se ha descrito en bibliografía un estudio de 
este tipo. Sí se han ensayado las propiedades citotóxicas de 
distintas nanopartículas directamente sobre las células, ya que 
estas se pueden usar en tratamientos tumorales por sí mismas 
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o portando distintas moléculas (Alonso-Cristobal et al., 2015; 
Amiri et al., 2018; Braun et al., 2018; Kong et al., 2011; Laurent 
et al., 2012), pero no así la transferencia al medio de reacción de 
compuestos tóxicos en biocatálisis. 
 
4.4. Síntesis enzimática de aromas y saborizantes 
Algunos ésteres de ácidos grasos de cadena corta, también 
denominados ácidos grasos volátiles (VFA) se utilizan 
ampliamente como saborizantes y fragancias. Como ya se ha 
comentado, sus características sensoriales varían en función de 
la longitud de la cadena del ácido y el alcohol que los hayan 
originado.  
En esta Tesis, se abordó la síntesis enzimática de ésteres 
butílicos de ácidos grasos de cadena corta de entre 4 y 7 átomos 
de C (C4-C7) mediante esterificación directa. Estas reacciones 
constituyen un modelo simple, pero biotecnológicamente 
interesante, para evaluar la actividad sintética de los 
nanobiocatalizadores. Por otra parte, también permiten estimar 
el efecto de la longitud de cadena del ácido sobre la eficiencia 
enzimática.  
Las reacciones se realizaron en presencia de un solvente 
orgánico y, en estas condiciones, el equilibrio termodinámico 
favorece la síntesis sobre la hidrólisis. Se eligió isooctano como 
cosolvente, por ser un disolvente apolar (log P 4,5) previamente 
utilizado en nuestro laboratorio en reacciones de síntesis por 
esterificación directa. Con este disolvente se obtuvieron mejores 
porcentajes de conversión en dicha reacción que utilizando 
hexano (log P 3,5) y tolueno (log P 2,5) (Barba et al., 2011), lo que 
puede deberse a que es más apolar, contribuyendo en mayor 
medida a mantener la lipasa en su conformación abierta (Kumar 
et al., 2016). 
El ensayo estándar se realizó a 25 ºC, con una proporción 
molar ácido:butanol de 1:2 y el sustrato ácido a una 
concentración de 100 mM. Esta relación ácido:alcohol se eligió 
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inicialmente porque ha demostrado producir buenos 
rendimientos en la en la síntesis enzimática de ésteres 
cosméticos (Khan and Rathod, 2015). Además, hay que tener en 
cuenta que en las reacciones de esterificación directa se liberan, 
como productos de reacción, cantidades equimolares de agua y 
del éster sintetizado. Dado que la reacción es reversible, la 
acumulación de agua en el medio podría desplazar el equilibrio 
hacia la hidrólisis, destruyendo parte de los ésteres sintetizados. 
En general, el empleo de un exceso molar de uno de los sustratos 
es otro de los factores que desplaza el equilibrio termodinámico 
hacia la síntesis (Monteiro et al., 2019).  
4.4.1. Esterificación directa catalizada por OPEr 
En las condiciones descritas, todos los nanobiocatalizadores 
de OPEr fueron capaces de producir ésteres a niveles más o 
menos similares a los de la enzima libre, con rendimientos, que 
generalmente, oscilaron entre el 75% y el 100% al tiempo final 
de reacción. Las reacciones más eficientes estuvieron catalizadas 
por la enzima libre, AMNP-CH-OPEr y AMNP-GA-OPEr, con 
rendimientos de esterificación cercanos al 100% en 6 h (Figura 
4.20). Analizando los datos recogidos durante el transcurso de la 
esterificación, se pueden observar distintos patrones en función 
del tamaño de cadena de los ácidos (Tabla 4.12).  
La velocidad inicial aumenta con la longitud de cadena en 
reacciones catalizadas por OPEr o sus formas inmovilizadas 
menos rígidas, que serían SiMAG-Octyl-OPEr, AMNP-CH-OPEr y 
AG1-CH-OPEr. Este comportamiento se ha descrito para las 
lipasas comerciales Novozym 435, Lipozyme-TLL-IM y Lipozyme-
RM-IM, inmovilizadas por adsorción (Martins et al., 2014). 
Cuando OPEr está inmovilizada en AG1-GA y AMNP-GA actúa 
más rápidamente sobre los sustratos de cadena más corta. Por 
último, los dos catalizadores en soporte G4 actúan de forma muy 
similar independientemente del mecanismo de inmovilización 
empleado.  
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Figura 4.20. Curso de la esterificación, catalizada por OPEr, de 1-butanol y 
los ácidos: a) butanoico (C4), b) pentanoico (C5), c) hexanoico (C6), y d) 
heptanoico (C7). Condiciones de reacción: 100 rpm, 25 °C, 11 U de 
catalizador, 100 mM VFA en isooctano, 1-butanol: VFA (2:1). 
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Las reacciones con ácido heptanoico son más rápidas que con 
los otros tres sustratos, que se esterifican a un ritmo similar. La 
velocidad inicial de las reacciones catalizadas por las 
preparaciones no magnéticas de OPEr es inferior a la de las 
magnéticas, lo que puede depender de efectos vinculados al 
propio soporte, como por ejemplo posibles repulsiones 
electrostáticas en zonas con recubrimiento deficiente. El 
rendimiento final es igual o superior cuando empleamos enzima 
inmovilizada sobre MNPs, quizás por la compactación del 
catalizador no magnético cada vez que hay que manipularlo (p. 
ej., para toma de muestras), ya que hay que centrifugar a baja 
velocidad. Las MNPs se retiran con un imán externo y se 
resuspenden con una agitación suave, sin compactación y con 
poca pérdida de catalizador. 
 
Tabla 4.12. Relación entre la longitud de cadena del VFA y la velocidad de 















Los modelos que explican el mecanismo de acción de las 
lipasas son de tipo Ping-Pong Bi-Bi o de complejos ternarios 
(orden Bi-Bi). El primero es el más común, y describe el 
mecanismo como una reacción entre dos sustratos para rendir 
dos productos mediante la formación de intermediarios enzima-
sustrato (Norjannah et al., 2016). En la esterificación directa, el 
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primer paso consiste en la unión del donador de acilo a la enzima 
para formar un intermediario acil-enzima (Bousquet-Dubouch et 
al., 2001; Choong et al., 2018; SÁ et al., 2017). Por lo tanto, la 
velocidad y eficiencia observadas para los catalizadores 
dependerán en gran medida de su afinidad y estabilidad frente a 
cada uno de los ácidos ensayados. Se ha descrito que las lipasas 
muestran menos afinidad por los sustratos de cadena más corta 
porque pueden inhibir su acción catalítica. Concretamente, los 
VFAs son más ácidos e hidrófilos a medida que disminuye la 
longitud de su cadena hidrocarbonada (C4>C5>C6>C7). En 
nuestro caso, como las reacciones se realizaron en un medio 
orgánico sin agua añadida, los sustratos ácidos pueden 
concentrarse en la capa de agua de la proteína inmovilizada, 
induciendo una importante acidificación local. Pires-Cabral et al. 
(2009) utilizaron una aproximación matemática para calcular la 
concentración de los sustratos ácido butírico y butanol en un 
microentorno de la lipasa de C. rugosa inmovilizada, en una 
reacción de esterificación directa similar a las realizadas en esta 
Tesis. Los resultados indicaron que la concentración de ácido 
butírico en esa zona era superior a la existente en el medio. Esto 
significa que cuanto menor sea el ácido graso, más ácido será el 
pH local de la capa de agua que rodea a la enzima (Guillén et al., 
2016; Romero et al., 2005). Así, el efecto pH sería menos 
pronunciado en reacciones con OPEr libre porque la enzima se 
añadió en solución (7% de agua en la mezcla final), 
disminuyendo la acidez del entorno microacuoso de la enzima 
por dilución del ácido. Por otra parte, los nanobiocatalizadores 
con la enzima unida covalentemente mantendrían mejor la 
conformación de la enzima por su mayor rigidez, y serían más 
estables frente a los sustratos más ácidos. SiMAG-Octyl-OPEr, 
inmovilizada por simple adsorción y, por lo tanto, con un cierto 
grado de libertad estructural estaría más afectada por el pH local 
en el centro activo y perdería actividad más fácilmente. En el caso 
de las mCLEAs-OPEr, probablemente con la preparación 
covalente más rígida, el curso de las reacciones con los ácidos 
butírico, valérico y hexanoico fue bastante similar. Sin embargo, 
con el sustrato C7, los rendimientos de esterificación fueron un 
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25% más bajos que los obtenidos con cualquiera de los otros 
catalizadores incluidos en este estudio. Este ácido graso, que es 
el de cadena más larga de los evaluados, puede encontrar 
mayores impedimentos para acceder al centro activo de la 
enzima inmovilizada mediante este procedimiento. Por tanto, la 
rigidez de los nanobiocatalizadores parece afectar positivamente 
a la estabilidad a pH ácido y negativamente a la esterificación de 
los sustratos más grandes.  
Puesto que la eficiencia de síntesis de los diferentes ésteres 
butílicos catalizada por AMNP-CH-OPEr o AMNP-GA-OPEr fue 
igual o superior a la de las otras preparaciones, seleccionamos 
estos dos nanobiocatalizadores para estudiar el efecto de algunos 
parámetros sobre la síntesis de ésteres, cuyos resultados que se 
analizarán más adelante, y para inmovilizar Cal A® y Cal B®. 
4.4.2. Esterificación directa catalizada por Cal A® y Cal B®  
Las preparaciones AMNP-CH- y AMNP-GA de las lipasas 
comerciales Cal A® y Cal B® y las dos enzimas libres se probaron 
en las mismas condiciones de esterificación. Las tres formas de 
Cal B® convirtieron el 100% de los sustratos en 2 h a partir de 
todos los sustratos ácidos (datos no mostrados). Martins et al. 
(2014) demostraron que esta enzima es mucho más eficiente que 
otras lipasas comerciales en la esterificación directa de distintos 
ácidos y alcoholes. Por el contrario, la eficiencia de la forma libre 
de Cal A® fue muy distinta según la longitud de cadena del ácido 
(Figura 4.21), rindiendo más de un 90% de esterificación para el 
ácido C5 al cabo de 8 h, entre un 60-70% para C4 y C6 y menos 
del 50% para C7.  
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Figura 4.21. Comparación del curso de las reacciones de esterificación de 
1-butanol y los ácidos butanoico (C4), pentanoico (C5), hexanoico (C6) y 
heptanoico (C7), catalizadas por Cal A® libre y sus nanobiocatalizadores. 
Condiciones de reacción: 100 rpm, 25 °C, 11 U de catalizador, 100 mM VFA 
en isooctano, 1-butanol: VFA (2:1). 
 
Una vez inmovilizada, los rendimientos mejoraron en todos 
los casos, y es de destacar el incremento en la velocidad inicial 
en la síntesis del éster del ácido heptanoico con AMNP-CH-Cal A. 
Como ya se ha comentado, las cadenas de carbohidratos 
oxidados probablemente actuarían como brazos espaciadores 
largos y ligeramente flexibles (Knezevic et al., 2006), pudiendo 
permitir la adaptación del centro activo de la enzima para el 
acceso del sustrato de cadena más larga. Esto es más difícil en 
AMNP-GA-Cal A, con un espaciador mucho más corto y 
directamente unido a la cadena peptídica, probablemente por 
varios puntos. Sin embargo, esta unión haría que la enzima sea 
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más estable, justificando el mejor rendimiento observado para 
los ésteres C4. Los resultados para C5 fueron excelentes en todos 
los casos, al igual que con OPEr en casi todas sus formas. 
4.4.3. Esterificación directa de los ácidos ramificados 
isobutírico e isovalérico catalizada por OPEr 
Además de los VFA de cadena lineal, también analizamos dos 
isoácidos disponibles comercialmente, el ácido isobutírico (ácido 
2-metilpropanoico) y el ácido isovalérico (ácido 3-metilbutanoico) 
para evaluar el efecto de las ramificaciones sobre la actividad de 
OPEr. La Figura 4.22 muestra los rendimientos de esterificación 
de estos isoácidos en comparación con el ácido lineal. En general, 
la síntesis del éster isobutírico transcurrió más lentamente y fue 
menos eficiente que la del éster butírico. Como excepciones, 
destacamos las preparaciones más rígidas: mCLEAs-OPEr, 
AMNP-GA-OPEr y AG1-GA-OPEr. Al igual que con los ácidos 
lineales, los dos catalizadores sobre soporte G4 tienen 
rendimientos de síntesis similares, independientemente del 
procedimiento de inmovilización de OPEr. 
Finalmente, la síntesis del éster isovalérico fue 
extremadamente ineficiente, con rendimientos máximos de 
reacción iguales o inferiores al 20%. La diferente posición del 
metilo de la cadena lateral en ambos sustratos, sumada a la 
mayor longitud de la cadena del isoácido C5 podría impedir su 
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Figura 4.22. Comparación del curso de la esterificación, catalizada por 
OPEr, de 1-butanol y los isoácidos ramificados isobutírico e isopentanoico 
frente a los ácidos butírico y valérico. Condiciones de reacción: 100 rpm, 25 
°C, 11 U de catalizador, 100 mM VFA en isooctano, 1-butanol: VFA (2:1). 
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4.4.4. Efecto de la concentración de los sustratos 
El empleo de altas concentraciones de sustratos en reacciones 
de síntesis suele ir acompañado de una mayor productividad. No 
obstante, sabemos que los sustratos que participan en esta 
reacción pueden afectar negativamente a la actividad de las 
lipasas. En este apartado, estudiaremos la influencia de la 
concentración de ácido y alcohol en la mezcla de reacción sobre 
las reacciones catalizadas por AMNP-CH-OPEr y AMNP-GA-
OPEr, manteniendo la relación molar 1:2 (ácido:alcohol). Para los 
sustratos ácidos, la concentración evaluada estuvo en un rango 
comprendido entre 100 mM y 1 M, por tanto, para el 1-butanol 
fue de entre 200 mM y 2 M. El resto de los parámetros de la 
reacción permanecieron sin cambios.  
Los datos presentados en la Figura 4.23 indican que, a 
concentraciones iniciales de VFA:1-butanol de hasta 250 
mM:500 mM, el rendimiento superó el 80% al término de todas 
las reacciones (8 h). Las concentraciones más altas influyeron 
negativamente en el grado de esterificación, excepto en el caso 
del ácido heptanoico. Las cinéticas y porcentajes de esterificación 
fueron similares a todas las concentraciones ensayadas del ácido 
C7, con más del 80% de conversión en 4 h. Así, los resultados 
indican que las consecuencias adversas del uso de altas 
concentraciones de los ácidos son menos pronunciadas a medida 
que aumenta la longitud de la cadena del ácido graso volátil 
utilizado como sustrato.  
De los datos de este experimento se pueden extraer varias 
conclusiones. En primer lugar, podemos decir que ambos 
nanobiocatalizadores producen heptanoato de butilo 
eficientemente a la concentración más alta analizada (Figura 
4.23), 1 M de ácido heptanoico y 2 M de 1-butanol.  
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Este resultado también nos indica que la actividad del 
catalizador no se ve afectada por las altas concentraciones de 1-
butanol, apoyando la hipótesis de que el efecto observado en la 
esterificación de los ácidos de cadena más corta se debe a la 
inhibición o inactivación de la enzima debida al sustrato ácido 
(Pires-Cabral et al., 2009; Romero et al., 2005). 
Los resultados, que son muy similares para ambos 
nanobiocatalizadores, también nos indican los tiempos de 
reacción y los rangos de concentración óptimos para cada uno 
de los sustratos y concentraciones probadas: 
 Butirato de butilo: 250 mM, 8 h 
 Valerato de butilo: 250 mM, 6 h 
 Hexanoato de butilo: 500 mM, 8 h 
 Heptanoato de butilo: 1 M, 4-6 h 
En general, AMNP-CH-OPEr se vio ligeramente menos 
afectada por el aumento de la concentración de ácido que AMNP-
GA-OPEr, lo que concuerda con los datos registrados para la 
estabilidad a pH de ambas preparaciones (sección 4.3.5.2). 
4.4.5. Efecto de la proporción molar de los sustratos 
La proporción molar de los sustratos es uno de los factores 
que más influyen en la marcha de una reacción enzimática. Por 
ejemplo, un exceso molar de uno de los sustratos suele desplazar 
el equilibrio hacia la síntesis, aunque también puede tener 
efectos negativos sobre la enzima. El exceso de alcohol puede 
contribuir a neutralizar la acidez del otro sustrato de la reacción, 
pero algunos alcoholes desestabilizan la enzima al interaccionar 
con su capa acuosa (Khan and Rathod, 2015) o, al estar 
presentes en exceso, promueven la unión no productiva de una 
molécula de alcohol a la lipasa en la primera etapa de la catálisis, 
compitiendo con el ácido (Guillén et al., 2012). En general, si los 
rendimientos de la reacción son lo suficientemente buenos, se 
prefiere el uso de cantidades estequiométricas, ya que evita tener 
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que recuperar el sustrato presente en exceso y facilita la 
purificación del producto. 
En nuestro caso, ya sabemos que OPEr funciona 
correctamente en presencia de altas cantidades de 1-butanol, 
mientras que parece que el sustrato ácido es más dañino. Por 
ello, puesto que el experimento estándar se realizó a una 
proporción VFA:alcohol (1:2), se decidió mantener constante la 
concentración del ácido y ensayar proporciones (1:1) y (1:3) en 
reacciones catalizadas por AMNP-CH-OPEr y AMNP-GA-OPEr 
(Figura 4.24). El uso de cantidades estequiométricas de los 
sustratos produjo rendimientos de esterificación y tasas de 
reacción algo más bajos que los observados en el ensayo 
estándar con ambos biocatalizadores. En presencia de exceso de 
1-butanol los porcentajes de esterificación fueron similares a los 
del ensayo estándar para todos los ácidos grasos a las 8 h de 
reacción. A la vista de estos resultados, se decidió mantener la 
proporción 1:2 para posteriores ensayos. 
La influencia de la proporción molar de sustratos en 
reacciones similares, catalizadas por lipasas inmovilizadas, es 
dispar. Friedrich et al. (2013) compararon el efectode este 
parámetro sobre la síntesis de butirato de etilo catalizada por dos 
preparaciones de la lipasa B de C. antarctica, encontrando que 
éstas respondían de forma opuesta. Del mismo modo, Martins et 
al. (2013) probaron dos preparaciones de la lipasa de T. 
lanuginosus inmovilizada en la síntesis de butirato de butilo, 
describiendo que las proporciones óptimas de los sustratos eran 
diferentes para cada una de ellas. En un trabajo posterior del 
mismo grupo se detalla que, en las condiciones óptimas para las 
lipasas inmovilizadas Novozym 435, Lipozyme-TLL-IM® y 
Lipozyme-RM-IM®, los mejores rendimientos se obtuvieron con 
exceso de ácido, utilizando relaciones molares 1:3, 1:2,4 y 1:1,7, 
respectivamente (Martins et al., 2014).  
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De forma similar, se observó una disminución de la tasa de 
reacción para la lipasa recombinante de R. oryzae (rROL), 
inmovilizada por adsorción sobre EP-100 y Octadecyl Sepabeads 
o covalentemente en Eupergit CM, en presencia de un exceso de 
alcohol. La preparación covalente de rROL también se vio 
afectada tanto por exceso de ácido como de alcohol en la mezcla 
de reacción (Guillén et al., 2012). 
Para AMNP-CH-OPEr las diferencias entre ambas relaciones 
molares son muy leves o inexistentes. En el caso de AMNP-GA-
OPEr, la presencia de un exceso moderado de alcohol produjo los 
mejores rendimientos de esterificación en los tiempos más cortos 
con todos los ácidos grasos utilizados como donadores de acilo.  
4.4.6. Reciclabilidad de AMNP-CH-OPEr y AMNP-GA-OPEr en 
la síntesis de ésteres butílicos  
La evaluación de la estabilidad operacional o reciclabilidad de 
una enzima inmovilizada es la comprobación final de su 
potencial como biocatalizador para un determinado proceso ya 
que, de no mantenerse la actividad durante un número de ciclos 
razonable, los gastos derivados de la insolubilización de la 
enzima carecerían de sentido. La disminución de la actividad de 
un biocatalizador inmovilizado después de repetidos ciclos de 
reacción puede deberse a varios factores, como la pérdida de 
enzima, su inhibición por el sustrato o el producto, o su 
inactivación en las condiciones de reacción. 
Analizamos la estabilidad de AMNP-CH-OPEr y AMNP-GA-
OPEr, los dos nanobiocatalizadores seleccionados, en ciclos 
sucesivos de síntesis de los ésteres butílicos de VFAs C4-C7. Para 
facilitar la comparación de los resultados, la concentración de 
todos los ácidos ensayados se fijó en 250 mM, ya que en estas 
condiciones el rendimiento de esterificación superó siempre el 
80% en 8 h (Figura 4.23), manteniendo la proporción molar 1:2. 
La Figura 4.25 muestra el porcentaje de esterificación a lo largo 
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Figura 4.25. Estabilidad operacional de AMNP-CH-OPEr (arriba) y AMNP-
GA-OPEr (abajo) en siete ciclos de esterificación con 500 mM de 1-butanol 
y 250 mM de cada VFA.  
 
Para los ácidos C4, C5 y C6, se observa una disminución del 
rendimiento de las reacciones catalizadas por AMNP-CH-OPEr a 
partir del tercer ciclo de reacción (R3), llegando a ser del 50% al 
cabo de 7 ciclos. Sin embargo, el rendimiento no se redujo de 
forma significativa con el sustrato C7. Con el otro catalizador, 
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AMNP-GA-OPEr, la pérdida de eficiencia es como máximo del 
15% a lo largo de los sucesivos ciclos de reacción. Como se 
esperaba, esta disminución en los rendimientos fue mayor para 
las reacciones con ácido butírico, y nula para la síntesis del éster 
heptanoico. Estos datos confirman la buena estabilidad de 
AMNP-GA-OPEr en la síntesis de este tipo de ésteres, y ratifican 
que la estabilidad de ambos nanobiocatalizadores es mejor 
cuanto mayor es la longitud de la cadena del VFA. 
La reciclabilidad de enzimas inmovilizadas en la síntesis de 
este tipo de compuestos ha sido estudiada por otros autores. La 
esterasa de Bacillus licheniformis mostró una disminución de su 
rendimiento en ciclos sucesivos de esterificación de ácido 
caproico con etanol (Alvarez-Macarie and Baratti, 2000). A partir 
del cuarto ciclo, la actividad cae drásticamente hasta el 6% en el 
octavo reciclado. La lipasa de C. rugosa inmovilizada sobre óxido 
de grafeno mostró una reciclabilidad superior, perdiendo sólo el 
10% de su actividad después de 10 ciclos de reacción (Patel et 
al., 2015). Un comportamiento similar se ha descrito para 
Novozym 435, que mantuvo el 80% de actividad tras 10 
reacciones consecutivas. Otras lipasas comerciales (Lipozyme 
RM-IM y Lipozyme TL-IM) demostraron ser mucho menos 
estables, con pérdidas de actividad de entre 70% y 100%, 
respectivamente, después de cuatro ciclos (Martins et al., 2014). 
Otras hidrolasas, como la cutinasa de Fusarium oxysporum 
inmovilizada como CLEAs, mantuveron menos del 60% del 
rendimiento inicial en el cuarto reciclado (Nikolaivits et al., 
2017). De todo se deduce que, principalmente, la AMNP-GA-
OPEr tiene unas excelentes propiedades para su reutilización en 
esta aplicación. 
 
4.5. Síntesis de ésteres metílicos de ácidos grasos de cadena 
larga (biodiesel) 
El biodiesel está compuesto por ésteres alquílicos de ácidos 
grasos de cadena larga con alcoholes de cadena corta, 
generalmente metanol y etanol. Este biocombustible se obtiene 
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industrialmente mediante transesterificación química de 
triglicéridos, generalmente con catalizadores alcalinos. Sin 
embargo, en esta reacción se producen jabones, especialmente 
si el aceite empleado contiene ácidos grasos libres, y esta 
reacción secundaria disminuye los rendimientos de biodiesel y 
dificulta notablemente la separación y purificación de los 
productos de reacción. La aplicación de métodos enzimáticos 
permite realizar estas reacciones y sintetizar ésteres a partir de 
los ácidos grasos libres mediante esterificación directa (Moazeni 
et al., 2019; Norjannah et al., 2016). La producción de biodiesel 
mediante transesterificación de aceite de girasol y metanol 
catalizada por lipasas fue reportada por primera vez hace tres 
décadas (Mittelbach, 1990). Sin embargo, esta reacción sigue 
planteando retos importantes, como la falta de estabilidad 
operativa a largo plazo en presencia de alcoholes y la 
acumulación del glicerol generado como coproducto (Xie and 
Huang, 2018), y la inmovilización puede contribuir a solucionar 
estos problemas.  
 
 
Figura 4.26. Esquema simplificado de una reacción de transesterificación 
para la síntesis de biodiesel. 
 
La Figura 4.26 muestra un esquema de la transesterificación 
completa de un triglicérido y un alcohol, en la que una molécula 
del donador reacciona con tres del aceptor para producir tres 
moléculas de ésteres y una de glicerol. Como ya hemos visto, el 
mecanismo de acción de las lipasas es de tipo Ping-Pong Bi-Bi, 
aunque se han descrito varios modelos diferentes para explicar 
la transesterificación de glicéridos. El modelo en un paso 
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describe la alcoholisis directa del triglicérido, en la que el alcohol 
es responsable de su ruptura y esterifica el ácido graso liberado. 
El modelo en dos pasos requiere de la presencia de agua en el 
medio. En una primera fase el agua hidroliza el triglicérido, y en 
la segunda etapa se produce la esterificación directa de los ácidos 
grasos liberados. Canet et al. (2016) repasaron los mecanismos 
descritos y propusieron uno nuevo que tiene en cuenta la 
presencia de ácidos grasos libres en el medio de reacción. El 
sistema de estudio incluía como sustratos metanol y aceite de 
oliva en mezcla con 0-20% de ácido oleico, y como catalizador la 
lipasa rROL, producida en P. pastoris e inmovilizada. Sus 
conclusiones confirman que ambos procesos coexisten y 
demuestra que los ácidos grasos libres neutralizan la polaridad 
del metanol, mejorando la velocidad de reacción y la estabilidad 
del biocatalizador. El modelo elaborado por Andrade et al. (2017) 
para describir la metanolisis de aceite de ricino catalizada por 
Eversa®, llega a conclusiones similares sobre la simultaneidad de 
ambos procesos, con dominancia de la síntesis sobre la 
hidrólisis.  
En esta Tesis, se evaluó la capacidad de producir biodiesel a 
partir de metanol y aceite de cocina usado (de oliva). El uso de 
un residuo urbano como fuente de triglicéridos encaja bien 
dentro de un esquema de economía circular y permite reducir el 
coste imputable a las materias primas, que no debe exceder el 
50% de los costes de producción (Jamil et al., 2018). Por otra 
parte, el metanol es el alcohol más común para esta aplicación 
porque los ésteres metílicos producen el máximo rendimiento en 
los motores y por su bajo precio. Gracias a su pequeño tamaño 
y elevada polaridad es un aceptor muy eficiente, aunque puede 
desactivar, desnaturalizar o inhibir a la enzima (Norjannah et al., 
2016). Estos efectos negativos estarían relacionados con el 
bloqueo del centro activo, la inducción de cambios 
conformacionales o pérdida del plegamiento, poca miscibilidad 
del aceite y el metanol, o adsorción del alcohol sobre soportes de 
inmovilización polares. Para compensar la posible evaporación 
del alcohol en las condiciones de reacción y muestreo, se escogió 
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trabajar con una relación molar metanol:aceite de 4:1, 
desarrollando las reacciones a temperatura ambiente, sin añadir 
tamices moleculares o agentes desecantes, y en ausencia de 
cosolvente. 
4.5.1. Síntesis de biodiesel catalizada por OPEr 
En la Figura 4.27 se muestra el curso temporal de las 
reacciones de metanolisis catalizadas por OPEr inmovilizada por 
distintos procedimientos. Se observa que la lipasa soluble 
produjo alrededor de un 20% de ésteres metílicos (EMs) en 24 h, 
mientras que las reacciones con los nanobiocatalizadores 
magnéticos rindieron entre un 50-90% (Figuras 4.27 b-e) y los 
no magnéticos sobre el soporte AG1 un 75-85% (Figuras 4.27 f-
g). Por su escasa efectividad en esta reacción (<20% 
transesterificación), no se muestran en la figura los resultados 
correspondientes a los nanobiocatalizadores sobre soporte G4 
que, de nuevo, se comportaron de forma muy diferente al resto 
(Tablas Anexo II h-i). 
La baja eficiencia observada en la reacción con la lipasa 
soluble puede deberse a la inevitable presencia de un 10% de 
fase acuosa aportada al añadir la enzima, que puede influir en el 
rendimiento de la alcoholisis (Tan et al., 2010). Cuando se 
emplean los nanobiocatalizadores, tan solo quedaría una 
pequeñísima cantidad de agua humedeciéndolos, ya que la 
mayor parte de ella se retira (con un imán o por centrifugación) 
tras depositarla en el vial en el que se desarrollará la reacción. 
En la Tabla 4.13 se muestran los resultados (%) del análisis 
cromatográfico de reacciones de 24 h, valorando el contenido en 
acil-glicéridos, ácidos grasos libres y ésteres metílicos. Los datos 
se han ordenado en función del método utilizado para inmovilizar 
OPEr. Se observa que la inmovilización de OPEr incrementa 
drásticamente su capacidad de síntesis de biodiesel. La enzima 
soluble produce un 20% de ésteres metílicos, mientras que los 
nanobiocatalizadores sintetizan 50-92%. 
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En este punto es preciso considerar que, por razones técnicas, 
estas reacciones llevaban 100 mg de cada nanobiocatalizador, 
por lo que la dosis enzimática no es uniforme ya que las 
preparaciones tenían distinta actividad específica (Tabla 4.9). 
Esto es especialmente relevante para AMNP-GA-OPEr, cuya 
actividad específica era entre 2 y 3 veces inferior a la del resto, 
justificando su reducida actividad sintética. Probablemente, 
igualando la dosis catalítica, este catalizador tendría una 
eficiencia comparable a los demás. 
 
Tabla 4.13. Rendimiento de cada catalizador en la síntesis de EMs al cabo 
de 24 h en el primer ciclo de reacción. Se muestran los valores de TGs 
residuales y de productos intermedios. TGs: triglicéridos; DGs: diglicéridos; 
MGs: monoglicéridos; AGs: ácidos grasos; EMs: ésteres metílicos. Se 
muestra en negrita los valores más destacados para cada compuesto en 
cada catalizador, y subrayado los valores de EMs más altos. 
 
 
Dejando esta preparación aparte, teniendo en cuenta el valor 
de las desviaciones estándar calculadas, los resultados indican 
que la actividad de todos los nanobiocatalizadores en la síntesis 
de ésteres metílicos es similar. Destacan las mCLEAs-OPEr por 
su rendimiento ligeramente superior y porque el porcentaje de 
EMs a tiempos intermedios (9 h) era ya del 80%, mientras que en 
los demás era 40-60%.  
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Figura 4.27. Evolución en el tiempo de la transesterificación enzimática de 
aceite de cocina reciclado y metanol los nanobiocatalizadores de OPEr. Las 
reacciones se desarrollaron a 25 °C, con una agitación rotatoria de 100 rpm, 
una relación aceite:metanol de 1:4 y 100 mg de cada nanobiocatalizador. 
En ningún momento se añadió ni se quitó agua del sistema de reacción. 
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Excluyendo AMNP-GA-OPEr, el análisis de la composición de 
las reacciones tras 24 h de metanolisis nos permite observar 
pequeñas diferencias entre los nanobiocatalizadores. La 
horquilla de TGs residuales es estrecha, entre 2,7% y 6,6% pero, 
por ejemplo, cuando OPEr está inmovilizada sobre el soporte 
magnético AMNP a través de sus cadenas glucídicas (AMNP-CH-
OPEr), se percibe una tendencia a la acumulación de DGs 
superior a la observada en el resto de las reacciones. Sin 
embargo, para el mismo tipo de inmovilización, con el soporte 
AG1, las proporciones de productos intermedios son similares 
entre sí, sin que haya una acumulación preferente de ninguno 
de ellos. Finalmente, en la reacción catalizada por SiMAG-Octyl-
OPEr destaca la acumulación de AGs a tiempo final y de 
productos intermedios a las 5 h (Tabla Anexo II e).  
4.5.2. Síntesis de biodiesel catalizada por las enzimas 
comerciales 
Las preparaciones AMNP-CH- y AMNP-GA- de las lipasas 
comerciales Cal A®®, Cal B®® y Eversa®, y las tres enzimas 
solubles se ensayaron en las mismas condiciones de alcoholisis 
descritas en el apartado anterior, demostrando grandes 
diferencias en cuanto a su actividad en esta reacción.  
Cal B®. La capacidad de esta enzima para catalizar la 
metanolisis de los triglicéridos del aceite, tanto en su forma 
soluble como inmovilizada, fue insignificante. El porcentaje de 
EMs no alcanzó el 5% en el primer ciclo de reacción de 24 h 
(Tablas Anexo II O-Q). Estos resultados se pueden justificar 
considerando la baja temperatura de reacción (25 °C) y la alta 
susceptibilidad de Cal B® al metanol, que parece basarse en la 
sustitución de las moléculas de agua de la superficie de la 
proteína por alcohol (Li et al., 2010; Lotti et al., 2018).  
El uso de Cal B® inmovilizada para producir biodiesel ha sido 
estudiado en múltiples ocasiones. Ferrario et al., (2013) 
describieron rendimientos de 5-10% en la metanolisis de 
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trioleína para varias preparaciones de Cal B® inmovilizada y para 
Novozym 435. Esta última se utilizó como referencia por ser la 
preparación comercial de Cal B®, adsorbida vía activación 
interfacial sobre la resina macroporosa Lewatit VP OC 1600, 
comercializada por Novozymes y todo un referente entre las 
lipasas inmovilizadas desde 1992. Los autores sugirieron que la 
baja tasa de transesterificación era debida a la adsorción de 
metanol a los soportes durante la reacción. Sin embargo, otros 
trabajos reportan rendimientos de transesterificación de entre 
78-96% en distintas condiciones de reacción, aunque la 
actividad se pierde en pocos ciclos (Ortiz et al., 2019). Talukder 
et al. (2009) consiguieron sintetizar un 92% de biodiesel 
mediante metanolisis de aceite de palma no refinado catalizado 
por Novozym 435. Pasando a otros formatos, Miao et al. (2018), 
sintetizaron un 90% de EMs a partir de aceite de soja (24 h, 
45 °C, metanol:aceite 6:1) utilizando AMNP-GA-Cal B 
(sintetizadas mediante otra metodología) y en Tacias-Pascacio et 
al. (2017) se describen rendimientos del 70% con esta enzima 
inmovilizada sobre octadecil-metacrilato. En este último trabajo 
se indica que la misma enzima, inmovilizada sobre el copolímero 
divinilbenceno, (DVB)-metacrilato, presentó muy baja actividad, 
demostrando que el soporte y el procedimiento de inmovilización 
sirven para modular la actividad de una enzima. Modenez et al. 
(2018) inmovilizaron Cal B® sobre la superficie de nanopartículas 
magnéticas dentro de micelas inversas, obteniendo rendimientos 
de transesterificación superiores al 50% a 27 °C en 24 h, y 
Mehrasbi et al. (2017) inmovilizaron esta misma lipasa sobre 
MNPs activadas con grupos epoxi y utilizaron este biocatalizador 
para la metanolisis de aceite de cocina usado, obteniendo un 
34% de ésteres metílicos en reacciones de 72 h a 50 °C.  
Cal A®. Los ensayos realizados con la forma soluble de Cal A® 
demostraron su baja eficiencia en síntesis de biodiesel, similar a 
la observada para OPEr (Figuras 4.27 a OPEr y 4.28 a Cal A®). El 
perfil de la metanolisis catalizada por AMNP-GA-OPEr fue 
ligeramente peor que el de la enzima libre, con un rendimiento 
máximo de ésteres del 11% (Figura 4.27 c). Sin embargo, AMNP-
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CH-Cal A produjo un 83% de EMs e hidrolizó prácticamente 
todos los TGs disponibles (Figura 4.28 b). Al analizar la mezcla 
de reacción se detectó un 13% de AGs libres (Tabla Anexo II k), 
lo que sugiere que no había suficiente cantidad de metanol para 
completar su transformación en EMs, ya sea por error en la 
dispensación o por evaporación durante la toma de muestras. 
La lipasa Cal A® se ha utilizado en numerosas reacciones de 
interés industrial (Domínguez de María et al., 2005), pero esta es 
la primera vez que se emplea en síntesis de biodiesel, ya sea libre 
o inmovilizada. Un solo estudio describe su inmovilización 
covalente en perlas de agarosa utilizando GA (Fernández-Lorente 
et al., 2006) y otros recogen su inmovilización por hidrofobicidad 
sobre varios tipos de soportes (Tacias-Pascacio et al., 2017, 
2016), pero en todos los casos solo prueban las preparaciones en 
reacciones de hidrólisis.  
Eversa®. La enzima comercial diseñada por Novozymes para 
la síntesis de biodiesel mostró un excelente comportamiento en 
estas condiciones de reacción, tanto en su forma soluble como 
inmovilizada, convirtiendo la totalidad del sustrato en EMs 
(Figura 4.28 d-f). No obstante, parece que la inmovilización 
incrementa su velocidad de biocatálisis, la enzima libre produce 
alrededor del 60% de EMs tras 9 h de reacción, mientras que las 
formas inmovilizadas sintetizaron alrededor del 80% de biodiesel 
en el mismo tiempo (Figura 4.28 e y f). 
Eversa® inmovilizada sobre cuatro soportes hidrofóbicos 
observando la conversión total del aceite en ésteres metílicos en 
tiempos cortos. Un segundo trabajo (Arana-Peña et al., 2018) 
habla de la inmovilización no covalente de Eversa® en perlas de 
agarosa funcionalizadas con grupos octilo o aminadas aunque se 
limitan a valorar su actividad en hidrólisis de varios ésteres. Por 
tanto, cabe destacar que en esta Tesis se han sintetizado por 
primera vez catalizadores inmovilizados covalentemente con 
Eversa®. 
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Figura 4.28. Evolución en el tiempo de la transesterificación enzimática de 
aceite de cocina reciclado y metanol los nanobiocatalizadores de las enzimas 
Cal A® (a-c) y Eversa® (d-f). Las reacciones se desarrollaron a 25 °C, con 
una agitación rotatoria de 100 rpm, una relación aceite:metanol de 1:4 y 
100 mg de cada nanobiocatalizador. 
 
Muchas publicaciones describen la aplicación de Eversa® 
soluble en síntesis de biodiesel pero, al ser una enzima de bajo 
coste, el interés en su inmovilización es limitado y solo hay un 
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trabajo que emplea la enzima inmovilizada para este fin 
(Remonatto et al., 2018). Estos autores evalúan la actividad de 
Eversa inmovilizada sobre cuatro soportes hidrofóbicos 
observando la conversión total del aceite en ésteres metílicos en 
tiempos cortos. Un segundo trabajo (Arana-Peña et al., 2018) 
habla de la inmovilización no covalente de Eversa en perlas de 
agarosa funcionalizadas con grupos octilo o aminadas  aunque 
se limitan a valorar su actividad en hidrólisis de varios ésteres. 
Por tanto, en esta Tesis se han sintetizado por primera vez 
catalizadores covalentes con Eversa. 
4.5.3. Comparación de la eficiencia en síntesis de biodiesel 
de todos los catalizadores 
Con la excepción de Cal B®, que ni en su forma libre ni 
inmovilizada muestra actividad de síntesis de EMs, en las 
condiciones suaves de reacción que hemos empleado, la 
inmovilización de las otras lipasas mejoró su actividad catalítica. 
Comenzando por las enzimas libres, Cal A® y OPEr sintetizaron 
alrededor del 20% de biodiesel mientras que, como era de 
esperar, Eversa® fue la única que produce estos compuestos de 
manera eficiente en las condiciones ensayadas, siendo el mejor 
catalizador para sintetizar biodiesel de los cuatro evaluados en 
esta Tesis.  
Las tres lipasas inmovilizadas como AMNP-CH- sintetizaron 
más del 83% de EMs en 24 h (Figuras 4.27 b y 4.28 b y e). La 
preparación de Eversa® fue mucho más rápida que con la enzima 
soluble y de los dos catalizadores de Cal A®, esta versión fue la 
más activa en esta reacción. Las preparaciones AG1-CH- y AG4-
CH- de OPEr fueron menos eficientes, con rendimientos del 75% 
en 24 h para AG1-CH-OPEr (Tabla 4.13) y <20% con AG4-CH-
OPEr (Tabla Anexo II h). Los malos datos de síntesis de biodiesel 
con este nanobiocatalizador contrastan con su eficiencia en la 
producción de ésteres de ácidos grasos volátiles (Figura 4.20). 
Esto demuestra que una determinada combinación 
enzima/soporte/estrategia de inmovilización afecta a la actividad 
catalítica de la enzima, haciendo que sea viable o no como 
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catalizador de una determinada reacción. No hemos encontrado 
referentes en la literatura para las preparaciones en las que se 
utilizan las cadenas glucídicas oxidadas de las lipasas para 
inmovilizarlas sobre soportes aminados, puesto que este 
procedimiento de inmovilización se usa con poca frecuencia, y 
nunca se había ensayado con lipasas. 
Los nanobiocatalizadores AMNP-GA- de OPEr y Cal A® no 
fueron muy eficientes: OPEr hidrolizó el 60% de los triglicéridos 
y produjo un 50% de ésteres metílicos, y AMNP-GA-Cal A no 
alcanzó el 80% de degradación de TGs (Figura 4.27 c y 4.28 c). 
Ya se han explicado anteriormente las razones que justifican la 
baja eficiencia de estas preparaciones. Sin embargo, AMNP-GA-
Eversa transformó totalmente el sustrato (98% de biodiesel) a 
una velocidad similar a la de su otra preparación covalente. 
Remonatto et al. (2018) reportaron un resultado similar para la 
alcoholisis de aceite de girasol catalizada por Eversa® 
inmovilizada por adsorción. Si bien es cierto que el tiempo de 
reacción indicado en dicho trabajo fue de solo 3 h, las 
condiciones aplicadas presumiblemente contribuyen a mejorar 
la velocidad de la reacción: hexano como cosolvente, 40 °C y 
ausencia total de agua. En cuanto al catalizador AG1-GA-OPEr, 
los porcentajes de síntesis fueron ligeramente inferiores, pero 
comparables a los de AMNP-CH-OPEr (Figura 4.27 g). La 
bibliografía describe ensayos de síntesis de biodiesel sobre 
nanopartículas activadas con GA. Por ejemplo, Xie y Ma (2009) 
produjeron EMs mediante transesterificación de aceite de soja 
con metanol catalizada por la lipasa de T. lanuginosus 
inmovilizada en AMNP-GA, con una conversión superior al 90% 
(30 h, 50 °C, metanol:aceite 3:1). Como ya hemos comentado, 
Miao et al. (2018) también obtuvieron 90% de biodiesel con Cal 
B® inmovilizada de este modo, lo que contrasta con los pésimos 
rendimientos obtenidos en nuestro ensayo con AMNP-GA-Cal B, 
que pueden deberse a las condiciones utilizadas en nuestro 
ensayo. 
De entre los nanobiocatalizadores de OPEr, las mCLEAs-OPEr 
fueron las más activas. Desafortunadamente, el tiempo marcado 
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para la finalización de este trabajo no permitió inmovilizar las 
demás enzimas por este procedimiento, por lo que carecemos de 
datos para su comparación. La inmovilización de enzimas como 
mCLEAs es relativamente reciente, y hay pocos trabajos que 
describen el uso de lipasas insolubilizadas mediante este 
procedimiento para la síntesis de biodiesel. El primero de ellos, 
publicado por Cruz-Izquierdo et al. (2014), analizó la 
transesterificación de aceite con propanol catalizada por 
mCLEAs de Cal B®, con una productividad muy inferior (90% en 
72 h, alcohol:aceite 6:1) a la de mCLEAs-OPEr. Varias lipasas se 
han inmovilizado como mCLEAs y aplicado en la síntesis de 
biodiesel, como las de A. oryzae ST11, B. cepacia, Penicillium 
expansum y R. miehei. En algunos de estos trabajos se ha 
utilizado aceite de cocina usado como sustrato (Badoei-dalfard et 
al., 2019; Yang and Zhang, 2019), y en todos ellos la reacción 
tiene lugar con cosolvente y a mayor temperatura y el porcentaje 
(p/p) de catalizador es igual o superior al empleado en esta Tesis 
(20%) (Lai et al., 2012; Paitaid and H-Kittikun, 2019; Zhang et 
al., 2017). 
Por último, el nanobiocatalizador no covalente, SiMAG-Octyl-
OPEr también fue muy eficiente en esta reacción. No hay ningún 
trabajo que utilice un soporte magnético hidrofóbico para esta 
aplicación, pero sí muchos que estudian la metanolisis de aceites 
y grasas catalizada por Novozym 435 y otras lipasas, como las de 
R. oryzae, M. miehei, y B. cepacia con rendimientos variables 
(Norjannah et al., 2016; Remonatto et al., 2018, Salis et al., 
2005).  
Como hemos visto, son numerosos los artículos publicados 
sobre el uso de lipasas inmovilizadas en diferentes soportes para 
la síntesis de biodiesel, utilizando o no cosolventes y sistemas de 
captura del agua, y en diversas condiciones y tiempos de 
reacción. La cantidad de biocatalizador empleada es también 
muy variable, y para lipasas inmovilizadas sobre AMNPs estos 
porcentajes suelen estar entre 17,3-40% (p/p) (Cruz-Izquierdo et 
al., 2014). Esta disparidad de condiciones hace difícil la 
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comparación de los resultados descritos en la bibliografía con los 
de este trabajo. 
4.5.4. Reciclabilidad de los nanobiocatalizadores en la 
síntesis de biodiesel 
Los seis nanobiocatalizadores más activos en la producción 
de biodiesel fueron sometidos a hasta 9 ciclos sucesivos de 
reacción, para comprobar su estabilidad operacional. En los 
casos en los que se observó un descenso acusado de la actividad 
en la quinta reacción consecutiva, se detuvo el reciclado. En las 
Figuras 4.29 y 4.30 se representa el porcentaje de triglicéridos 
convertidos en cada ciclo de reacción. 
Es interesante destacar que en el segundo ciclo de reacción 
(R2) todas las preparaciones de OPEr, a excepción de AG1-GA-
OPEr, incrementaron ligeramente el rendimiento (Figura 4.29). 
En general, los nanobiocatalizadores magnéticos mantuvieron 
casi el 100% de su actividad de conversión al cabo de 9 ciclos de 
reacción (Figuras 4.29 a, c y d). La única preparación que 
experimentó una clara pérdida de actividad es AMNP-GA-OPEr 
(Figura 4.29 b), que deja de funcionar en el quinto ciclo (R5). Los 
nanobiocatalizadores con el soporte no magnético AG1 
demostraron una buena estabilidad operacional (Figura 4.29 e-
f) aunque, de nuevo, la pérdida de actividad fue superior para la 
inmovilización por glutaraldehído, AG1-GA-OPEr (70% actividad 
residual en R5), frente al 80% de actividad de AG1-CH-OPEr en 
el noveno ciclo (R9). 
Por otra parte, las dos preparaciones covalentes de Eversa® y 
AMNP-CH-Cal A mantuvieron su actividad durante 9 ciclos de 
reacción (R9), confirmando su robustez (Figura 4.30). Por lo 
tanto, podemos afirmar que la reciclabilidad de la mayoría de los 
nanobiocatalizadores estudiados en el presente trabajo es 
excelente. 
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Figura 4.29. Estabilidad operacional de los nanobiocatalizadores de OPEr 
en nueve ciclos consecutivos de transesterificación, utilizando aceite de 
cocina usado y metanol. Se muestran los valores de TGs convertidos al cabo 
de 24 h para cada ciclo de reacción. 
  
No existe bibliografía que describa la estabilidad operacional 
de Cal A® inmovilizada en esta reacción. Solo un trabajo describe 
el reciclado de esta enzima inmovilizada sobre MNPs-quitosano-
GA en la esterificación directa de ácidos grasos de pescado con 
 176 Resultados y discusión 
2-etil-1-hexanol (Monteiro et al., 2019). En este caso, la actividad 
residual de Cal A® desciende gradualmente hasta ser <50% en el 
octavo ciclo, mientras que nuestra preparación AMNP-CH-Cal A 
conserva más del 85% tras 9 ciclos de reacción. En cuanto a 
Eversa®, el estudio de Remonatto et al. (2018), realizado con la 
lipasa inmovilizada por adsorción, indica que mantuvo la 
actividad durante tres ciclos, y conservó el 75% en el cuarto. Por 
tanto, nuestros resultados con las dos preparaciones covalentes 
de Eversa® marcan una clara diferencia en cuanto a la 
reciclabilidad de esta enzima tras su inmovilización. 
 
 
Figura 4.30. Estabilidad operacional de los nanobiocatalizadores de Cal A® 
(a) y Eversa® (b-c) más eficientes, a través de nueve ciclos de 
transesterificación con aceite de cocina reciclado y metanol. Se muestran 
los valores de TGs convertidos al cabo de 24 h para cada ciclo de reacción. 
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Wang et al. (2009) investigaron la reutilización de las lipasas 
de C. rugosa, B. cepacia y de páncreas porcino en la síntesis de 
biodiesel observando que la actividad residual después de 9 
ciclos de reacción es inferior al 30%. Para Lipozyme-TL® 
inmovilizada sobre AMNP-GA- la actividad se redujo al 50% en 5 
ciclos (Xie and Ma, 2009) y al 70% para Cal B® (Miao et al., 2018). 
Sin embargo, Cruz-Izquierdo et al. (2014) describen el 
mantenimiento de la actividad de mCLEAs de Cal B® en síntesis 
de ésteres propílicos, pero reduciendo el tiempo de reacción de 
72 a 24 h, a costa de un rendimiento menor. Por otro lado, la 
lipasa de R. miehei inmovilizada como mCLEAs retuvo el 84% de 
su actividad inicial después de 5 usos (Zhang et al., 2017). 
Una vez analizadas las reacciones a tiempo final, podemos 
detenernos a hacer algunas consideraciones sobre su curso, 
según se suceden los ciclos de síntesis. Respecto a OPEr, la 
primera observación es que los DGs empiezan a acumularse 
(Tablas Anexo II a-ñ), y el momento en que esto sucede depende 
del nanobiocatalizador: a partir del cuarto ciclo (R4), con AMNP-
CH-OPEr, del quinto (R5) con mCLEAs-OPEr y del séptimo (R7) 
con AG1-CH-OPEr y SiMAG-Octyl-OPEr (Tablas Anexo II b, d f y 
e respectivamente). En los nanobiocatalizadores en los que la 
enzima se une al soporte funcionalizado con grupos aldehído 
(AMNP-GA-OPEr y AG1-GA-OPEr), el porcentaje de DGs que se 
acumula aumenta a partir del segundo ciclo (R2) (Tablas Anexo 
II c y g respectivamente). En algunos casos, como mCLEAs-OPEr 
y AG1-CH-OPEr, también aumenta el porcentaje de AGs 
residuales. El análisis por GC/MS reveló que, en todos los casos, 
estos diglicéridos eran 1,3-dioleil-glicerol y 1-palmitoil-3-oleil-
glicerol, derivados de los dos principales triglicéridos del aceite 
de oliva (Galeano Diaz et al., 2005). Este hallazgo confirma una 
suposición previa, basada en datos cristalográficos, sobre cómo 
se acomodan los triglicéridos en el túnel interno de la OPEr 
(Gutiérrez-Fernández et al., 2014). Según esta hipótesis, la 
cadena alifática central del TG (posición sn-2) entraría en el túnel 
hidrofóbico de la lipasa OPEr (Figura 4.31) hasta el punto en que 
el enlace éster alcanza la Ser de la triada catalítica, liberando un 
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diglicérido 1,3. La acumulación de estos dos 1,3-diglicéridos lo 
corrobora, e identifica una preferencia de la lipasa versátil OPEr 
por la posición sn-2 de los triglicéridos, lo que la hace muy 
similar a Cal A® en este sentido (Kirk and Christensen, 2002). 
Con AMNP-CH-Cal A se observa un aumento en la producción 
de EMs y un descenso de la acumulación de AGs a partir del 
segundo ciclo (R2) (Tabla Anexo II k). Debido al excelente 
rendimiento de los nanobiocatalizadores de Eversa®, no se 
observó una acumulación muy significativa de subproductos 
(DGs, MGs y AGs) a lo largo de los reciclados (Tabla Anexo II n-
ñ). 
En el Anexo III se presenta una Tabla resumen de los 
rendimientos de síntesis ésteres metílicos obtenidos con todos 




Figura 4.31 Acoplamiento de un TG, como la trioleína, en la enzima OPEr 
durante el proceso de hidrólisis. Se observa como el ácido graso en posición 
sn-2 se acopla en el centro activo, en forma de túnel, para comenzar la 
hidrólisis. Adaptada de Gutiérrez-Fernández et al. (2014). 
 
 179 Resultados y Discusión 
4.5.5. Escalabilidad de la reacción 
Todas las reacciones anteriores se realizaron en un volumen 
final de 500 μL, que es un tamaño manejable para probar la 
eficiencia y las propiedades generales de la batería de 
nanobiocatalizadores sintetizados. Aún a nivel de laboratorio, 
preparamos uno de los catalizadores inmovilizados en mayor 
cantidad y repetimos el proceso de metanolisis a una escala 
mayor, con el fin de comprobar si se mantenía el buen 
comportamiento catalítico y el sencillo manejo de la reacción a lo 
largo de todo el proceso. Siendo OPEr el objeto de esta Tesis, 
seleccionamos AMNP-CH-OPEr como catalizador para este 
experimento por tener eficiencia y reciclabilidad comparables a 
las de las formas inmovilizadas de Eversa® y por ser un 
procedimiento de inmovilización menos convencional que los 
restantes. Primero, aumentamos 10 veces la producción del 
nanobiocatalizador, uniendo 200 mg de OPEr (previamente 
tratada para generar aldehídos en sus cadenas glucídicas) a 10 
g de AMNPs. Aunque no se detectó actividad de lipasa en el 
sobrenadante tras la inmovilización, la actividad específica y la 
recuperación de actividad, determinadas para este lote, fueron 
algo inferiores a las de una reacción con 1 g de AMNPs y 20 mg 
de proteína, desarrollada en paralelo. 
La reacción se culminó con éxito, ya que se logró una 
conversión completa de los triglicéridos en ésteres metílicos como 
producto principal (Figura 4.32). Como ocurrió a menor escala, 
hay una cantidad residual de ácidos grasos libres que no están 
metilados, lo cual puede deberse a una escasez de metanol, que 
probablemente se evapora en cada muestreo, debido a su 
volatilidad, como ya hemos comentado. Esta reacción se repitió 
tres veces consecutivas, con escasa pérdida de actividad. 
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Figura 4.32. a) Transesterificación enzimática de 25 mL de aceite de cocina 
reciclado y metanol (25 °C, 100 rpm, aceite:metanol 1:4, 5 g AMNP-CH-
OPEr); b) Reciclabilidad de AMNP-CH-OPEr en reacciones de 24 h; c) 
Cromatogramas de la mezcla de reacción a 0 h (gráfico superior) y 24 h 
(gráfico inferior). OOO: trioleína; POO: palmitodioleína; POS: 1-palmitoil, 2-
oleil, 3-estearoil glicerol; PPPo: palmitoleildipalmitina. 
 
 
4.6. Síntesis de ésteres de β-sitoestanol 
Los esteroles vegetales y sus derivados son compuestos 
ampliamente utilizados como nutracéuticos, y generalmente se 
incluyen en matrices alimentarias grasas, como margarinas y 
yogur. Por su similitud estructural con el colesterol, compiten 
con él en la unión a la proteína transportadora LDL (lipoproteína 
de baja densidad) y, por tanto, reducen su absorción. No 
obstante, es conocido que los ésteres de fitoesteroles y ácidos 
grasos de cadena larga tienen mayor efecto que su precursor no 
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esterificado, probablemente por su mayor solubilidad en grasas 
y biodisponibilidad (Cusack et al., 2013). Igualmente, la 
bibliografía describe que los fitoestanoles y sus ésteres (formas 
saturadas de los fitoesteroles) son más eficientes en el control del 
colesterol sérico. De hecho, preparados comerciales como 
Benecol® incorporan estanoles esterificados en su fórmula, 
obtenidos mediante hidrogenación química de los fitoesteroles 
(Thompson and Grundy, 2005). 
Los esteroles son sustratos difíciles para reacciones 
enzimáticas por su estructura molecular, muy voluminosa y con 
grupos OH poco accesibles, y pocos catalizadores han 
demostrado ser apropiados para esta reacción. En trabajos 
previos realizados en nuestro laboratorio, se había comprobado 
que OPE y OPEr eran mucho más eficientes que la lipasa de C. 
rugosa utilizada (CRL) catalizando la esterificación directa de una 
mezcla de fitosteroles de soja, con los ácidos oleico o láurico, en 
condiciones de reacción suaves (28 °C e isooctano como 
cosolvente). Estos estudios se recogieron en una patente de 
aplicación (Cedillo et al., 2013), en la que se analizó el efecto del 
tipo de cosolvente, la dosis de enzima, y la proporción 
donador:aceptor sobre el rendimiento de síntesis de ésteres. Sin 
embargo, no se había se había realizado ningún ensayo con 
estanoles, por lo que elegimos el β-sitoestanol como compuesto 
modelo para analizar el potencial de síntesis enzimática de sus 
ésteres láurico y oleico. 
Al inicio de este trabajo, apenas habíamos comenzado los 
experimentos de inmovilización de lipasas, por lo que los ensayos 
iniciales para la puesta a punto de esta aplicación se realizaron 
utilizando enzimas solubles como biocatalizadores y abordando 
la síntesis enzimática de este tipo de ésteres mediante dos 
procedimientos: esterificación directa y transesterificación. 
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4.6.1. Esterificación directa de β-sitoestanol catalizada por 
lipasas solubles  
En una primera aproximación, utilizamos para esta reacción 
las condiciones óptimas determinadas por Barba Cedillo et al. 
(2013) para la síntesis de ésteres de fitoesteroles: un sistema 
bifásico isooctano/agua (<10% de agua), una proporción 
equimolar de los sustratos y 3 U/mL del cóctel de lipasa de C. 
rugosa (CRL), OPE u OPEr, analizando los productos tras 24 y 
48 h de reacción. Las tres enzimas lograron catalizar la 
esterificación directa del β-sitoestanol en las condiciones 
ensayadas (Figura 4.33), pero la eficiencia de OPE y OPEr fue 
superior a la de CRL tal y como se había observado previamente 
para los fitoesteroles (Cedillo et al., 2013). Tomando muestras a 
tiempos más cortos, se comprobó que la tasa de esterificación de 
OPEr en los primeros 30 min era muy alta (60-80%, ácido oleico-
ácido láurico), y que en solo 3 h la esterificación llegaba al 90% 
(Figura 4.33 c), mientras que esto no ocurría en las reacciones 
catalizadas por OPE y menos aún con CRL, cuyo rendimiento 
máximo fue del 34% para el éster láurico y del 75% para el éster 
oleico tras 96 h. 
CRL y OPE son más eficientes en la síntesis del éster oleico 
que para el éster laúrico (Figura 4.33 a y b), sin embargo, la 
longitud de la cadena del ácido graso no parece influir de manera 
significativa en el rendimiento de OPEr (Figura 4.33 c). 
Las diferencias de actividad en función de la longitud de la 
cadena acilada y/o del grado de insaturación son frecuentes 
entre las lipasas y esterasas (He et al., 2010). Sin embargo,, 
Panpipat et al. (2013) describieron que Cal A® sintetiza los 
ésteres C8 y C18 del β-sitostanol con rendimientos parecidos, lo 
que vuelve a indicar un comportamiento similar al de OPEr. No 
obstante, la reacción catalizada por OPEr se desarrolla a una 
temperatura más baja (28 °C vs. 50 °C) y en tiempos más cortos 
(3 h vs. 6 h). 
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Figura 4.33. Eficacia de CRL, OPE y OPEr en la esterificación directa de β-
sitoestanol con: a) ácido láurico y b) ácido oleico. c) Detalle de las primeras 
24 h de reacciones catalizadas por OPEr. Las reacciones se llevaron a cabo 
a 28 ºC y 1.200 rpm con isooctano como cosolvente. 
 
La Figura 4.34 muestra cromatogramas representativos del 
progreso de la esterificación de β-sitoestanol con los ácidos 
láurico y oleico catalizada por OPEr, al inicio (0 h) y a las 2 h de 
reacción. Se observa la disminución del pico de β-sitoestanol y la 
aparición de un nuevo pico, correspondiente al éster 
correspondiente, como producto único de reacción, con tiempo 
de retención de 12,4 min para el laurato de sitostanilo y de 13,9 
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Figura 4.34. Cromatogramas de GC que muestran el progreso de la 
esterificación directa (reacciones de 0 h abajo y 2 h arriba) del β-sitoestanol 
con: a) ácido láurico y b) ácido oleico.  
 
La formación del éster se demostró también mediante FTIR 
(Figura 4.35). La banda a 1044 cm-1, característica de la 
absorción de los grupos -OH del β-sitoestanol, desaparece en el 
espectro de los productos que, a su vez, muestran dos bandas 
estrechas a 1737 y 1171 cm-1 atribuibles a la absorción del grupo 
carbonilo de los ésteres (Parker, 1971). 
Además de las lipasas de C. rugosa, se han descrito otras 
enzimas con actividad lipasa/esterol esterasa, de diferentes 
orígenes, y se ha evaluado la síntesis enzimática de ésteres de 
esterol con distintas enzimas (Kim and Akoh, 2007).  He et al. 
(2010) compararon la eficacia de varias enzimas libres e 
inmovilizadas en la esterificación de estanoles. 
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Figura 4.35. Región de los espectros FTIR (2000-700 cm-1) de β-sitoestanol 
(verde) y β- oleato de β-sitoestanol (rojo). 
 
Entre las enzimas microbianas, los mejores resultados (33%) 
se lograron con Novozym 435®. El trabajo de Panpipat et al. 
(2013) compara la actividad de lipasas Cal A®, Cal B® y TLL®, 
inmovilizadas. De entre ellas, Cal A® es la más eficiente en esta 
reacción (>93% esterificación en 6-24 h, 40-50 °C, proporción 
molar 1:1). Hakalin et al. (2018) compararon Cal A®, Cal B® y 
OPEr en la esterificación directa de β-sitoestanol con ácido 
palmítico, esteárico, oleico, linoleico y linolénico, obteniendo 
buenos resultados con Cal A® y OPEr. Sin embargo, no se 
detectaron productos con Cal B®. Con la lipasa de Candida sp. 
el grado de esterificación llega a una meseta o disminuye 
ligeramente a proporciones molares de ácidos grasos superiores 
a 1:2 (Pan et al., 2012) o 1:3 (Villeneuve et al., 2005). 
Resumiendo, los datos aquí presentados y la información 
recopilada de la literatura evidencian que OPEr es mejor 
catalizador que otras lipasas para la síntesis de ésteres de β-
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sitoestanol mediante esterificación directa, con altos 
rendimientos en tiempos cortos (3 h) a 28 °C. 
4.6.1.1. Efecto de la relación molar de los sustratos 
Como ya se ha mencionado, las reacciones catalizadas por 
lipasas y esterol esterasas son reversibles, y la proporción molar 
de los sustratos es un parámetro clave que determina la 
dirección y el equilibrio de la reacción (He et al., 2010; Kim and 
Akoh, 2007; Miao et al., 2014; Teixeira et al., 2011). Por ello, se 
estudió el efecto de excesos molares moderados (1:3) o altos (1:6) 
del ácido graso sobre las reacciones catalizadas por las tres 
enzimas (Figura 4.36). 
OPEr. En reacciones catalizadas por OPEr, el grado de 
esterificación a las 20 h de reacción fue comparable al detectado 
en reacciones equimolares (Figura 4.36 a). Sin embargo, a 
tiempos cortos, la velocidad de esterificación fue menor cuando 
la mezcla de reacción contenía un exceso molar de ácido graso. 
El grado de esterificación del ácido láurico a los 30 minutos de 
reacción fue de aproximadamente un 45% con las proporciones 
1:3 o 1:6, frente al 80% de esterificación detectada en reacciones 
equimolares (Figura 3.35 a, abajo) y el del ácido oleico 55% en 
mezclas 1:1 y 1:3 y un 10% más bajo con el exceso 1:6. Esto 
sugiere que OPEr se inhibe parcialmente cuando se expone a 
altas concentraciones de estos ácidos.  
OPE. A diferencia de los resultados observados para OPEr, la 
OPE nativa no se inhibe por exceso de los ácidos láurico u oleico 
(Figura 4.36 c-d). De hecho, la presencia de un exceso moderado 
de ácidos grasos mejoró el rendimiento final de esterificación con 
respecto a las reacciones equimolares.  
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Figura 4.36. Curso de las reacciones de esterificación directa de β-
sitoestanol con distintas proporciones molares de ácido láurico (izquierda) 
y oleico (derecha), catalizada por: a-b) OPEr (arriba, 24 h; abajo, detalle 2 
primeras horas); c-d) OPE (72 h); e-f) CRL (72 h). 
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La cinética de la esterificación en presencia de excesos de los 
donadores fue similar a la de la reacción equimolar durante las 
primeras 24 h, pero después de este período siguió 
evolucionando para dar un máximo de alrededor del 95% de 
laurato y oleato de β-sitostanilo. 
CRL. En las condiciones de reacción ensayadas, la síntesis de 
ambos ésteres catalizada por CRL dio lugar a bajos rendimientos 
a tiempos de reacción cortos, cualquiera que fuera su 
proporción, pero el ácido láurico demostró ser peor sustrato que 
el ácido oleico (Figura 4.36 e-f). Tras 72 h de reacción se produjo 
un 76% de oleato de β-sitostanilo y sólo 40-50% de laurato de β-
sitostanilo. Sin embargo, varios trabajos describen la preferencia 
de la lipasa de C. rugosa por sustratos de cadena media frente a 
los de cadena larga (Miao et al., 2014; Vu et al., 2004). Kim and 
Akoh (2007) describieron la optimización de la esterificación de 
una mezcla de fitoesteroles con ácido oleico, catalizada por CRL, 
con rendimientos del 97% (19 h, 51,3 °C y proporción molar 
1:2,1). Otros trabajos indican que la tasa de esterificación del β-
sitoestanol se incrementa drásticamente usando excesos 
molares de ácido oleico de hasta 1:5, en reacciones sin 
cosolvente, catalizadas por CRL (Weber et al., 2001b). En todo 
caso, es conveniente ser cauteloso al comparar resultados 
obtenidos con CRL por diferentes autores. Como se ha 
comentado previamente, esta levadura produce varias 
isoenzimas con más, menos, o ninguna actividad frente a ésteres 
de esteroles y en los trabajos consultados no se detalla qué 
isoenzima predominante contiene la preparación utilizada.  
4.6.2. Transesterificación β-sitoestanol catalizada por lipasas 
solubles 
En primer lugar, se estudió la transesterificación de β-
sitoestanol y oleato de metilo (proporciones 1:1, 1:3 o 1:6) en 
isooctano, catalizada por las tres enzimas (Figura 4.37 a-c panel 
superior).  
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Figura 4.37. Transesterificación de -sitoestanol con oleato de metilo, con 
y sin cosolvente, en reacciones catalizadas por: a) OPEr, b) OPE, y c) CRL. 
Panel superior: Reacciones con isooctano como cosolvente. Panel inferior: 
Reacciones sin cosolvente. Todos los experimentos se realizaron a 28 ºC y 
1.200 rpm. 
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Las reacciones transcurrieron lentamente y, en general, los 
rendimientos fueron bajos en condiciones equimolares. Sin 
embargo, la síntesis catalizada por OPE y OPEr mejoró en 
presencia de excesos del donador, lo que sugiere que favorece la 
transesterificación. 
En un trabajo realizado en paralelo en nuestro laboratorio, se 
ensayó la transesterificación de cantidades equimolares (10 mM) 
de oleato de metilo y β-sitoestanol catalizada por OPEr, y otras 
enzimas fúngicas de la familia Candida rugosa-like, incluyendo 
la lipasa comercial de C. rugosa, en ausencia de cosolvente, 
observando que los resultados eran mejores en estas condiciones 
(Vaquero et al., 2016). 
Por tanto, preparamos reacciones sin isooctano, en las que el 
oleato de metilo funciona como solvente y como donador de acilos 
y, aprovechando la buena solubilidad del β-sitoestanol en oleato 
de metilo, utilizamos concentraciones de β-sitoestanol hasta 80 
mM. Los resultados, presentados en la Figura 4.37 (panel 
inferior), indican que ninguna de las enzimas experimentaba 
inhibición por exceso de sustrato en estas condiciones, y los 
rendimientos fueron excelentes con los tres catalizadores. Hay 
que destacar que las dos formas de OPE, nativa y recombinante, 
esterificaron entre el 83-95% del β-sitoestanol ofrecido como 
sustrato en 2 h a todas las concentraciones. Así, en la más 
concentrada, se obtuvo cerca de 80 mM de oleato de sitostanilo 
en ese corto periodo de tiempo. Los rendimientos con CRL 
mejoraron en las reacciones sin cosolvente, pero sin llegar a los 
de OPE u OPEr. 
4.6.3. Transesterificación de β-sitoestanol catalizada por los 
nanobiocatalizadores de OPEr 
Una vez comprobado que OPEr era la enzima más eficiente 
sintetizando ésteres de β-sitoestanol mediante 
transesterificación sin cosolvente, se evaluó la actividad y 
reciclabilidad de la batería de nanobiocatalizadores-OPEr 
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preparados en esta Tesis. Para este estudio, se aplicaron 
inicialmente las condiciones más favorables definidas en el 
experimento anterior: 80 mM de β-sitoestanol en oleato de metilo 
y 20% de fase acuosa. Es interesante comentar que al analizar 
un nuevo lote del sustrato comercial β-sitoestanol utilizado en 
este momento del trabajo, se observó que contenía un 80% de β-
sitoestanol y un segundo componente que fue identificado como 
ergoestanol en base a su espectro de masas, utilizando la librería 
NIST 2011 incluida en el software GC/MS (Figura 4.38). 
 
 
Figura 4.38 a) Cromatograma GC/MS del β-sitoestanol y ergoestanol y 
espectros de masas de los dos compuestos. b) Representación química de 
ergosterol y sitosterol y sus formas saturadas, ergostanol y sitostanol. 
 
Ambos estanoles se transformaron en su correspondiente 
éster oleico (Figura 4.39) utilizando OPEr soluble o inmovilizada 
como catalizador de la transesterificación, demostrando que la 
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actividad y la amplia especificidad del sustrato de la enzima se 
mantiene en los nanobiocatalizadores. 
 
  
Figura 4.39. Cromatogramas (GC) de las muestras analizadas a las 0 h y a 
las 15 h, mostrando el progreso de la transesterificación y la síntesis de los 
ésteres de estanol. 
 
En la Figura 4.40 se muestran los rendimientos de 
transesterificación (los valores corresponden a la suma de ambos 
ésteres), a tiempo final, en reacciones catalizadas por OPEr y sus 
nanobiocatalizadores. En este ciclo inicial, solo OPEr libre y 
SiMAG-Octyl-OPEr produjeron un buen rendimiento de 
esterificación (86% y 72%, respectivamente), mientras que con 
los demás catalizadores oscilaron entre un 18-60%, en esta 
primera reacción. 
Los rendimientos de transesterificación a lo largo de varios 
ciclos de reacción se representan en la Figura 4.41. Empezando 
con los datos obtenidos para las preparaciones con soporte 
magnético (Figura 4.41 a), se observa que la eficiencia de las 
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preparaciones mejoró notablemente en el segundo (R2) y tercer 
(R3) ciclo, llegando a valores estables de conversión a partir del 
cuarto (R4), del orden del 90% en 15 h. En vista de estos 
resultados, se tomaron muestras para el análisis a las 2 h en los 
ciclos de reacción R4 y R5 (Figura 4.41 b), comprobando que, 
tanto con el nanobiocatalizador no covalente SiMAG-Octyl-OPEr 
como con la enzima covalentemente ligada a través de sus 
cadenas de azúcar (AMNP-CH-OPEr), el porcentaje de 
transesterificación se acercaba mucho a los valores máximos 
producidos en 15 h en los ciclos anteriores. En estos dos últimos 
ciclos de reacción, la actividad catalítica de AMNP-CH-OPEr 
supera de manera modesta pero significativa a la de la 
preparación no covalente. 
 
 
Figura 4.40. Rendimiento de la transesterificación de -sitoestanol y oleato 
de metilo catalizada por OPEr y sus nanobiocatalizadores. 
 
Como hemos comentado en las aplicaciones anteriores, se 
puede atribuir la excelente actividad de estas dos preparaciones 
a que ambas mantienen una estructura más flexible tras su 
inmovilización, facilitando el acceso de estos sustratos tan 
voluminosos al centro activo, y permitiendo la adaptación de la 
enzima a las condiciones de reacción. El mayor grado de libertad 
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de la enzima en la preparación SiMAG-Octyl-OPEr es, 
probablemente, el responsable del elevado rendimiento obtenido 
con este catalizador desde el primer ciclo (R1). En cuanto al 
incremento de la actividad de las preparaciones inmovilizadas 
tras su primer uso, ya habíamos observado este fenómeno en las 
reacciones de síntesis de biodiesel, aunque en esta aplicación es 
mucho más evidente. Aunque no hemos encontrado una 
explicación concluyente de por qué ocurre esta mejora del 
rendimiento de esterificación tras los reciclados, podemos pensar 
que la presencia de cantidades residuales de componentes del 
ciclo de reacción anterior ejerce un efecto beneficioso en la 
siguiente. 
Comparando estos resultados con los descritos en la sección 
4.6.1, para las reacciones con enzimas solubles, podemos 
concluir que los rendimientos de AMNP-CH-OPEr y SiMAG-
Octyl-OPEr en los ciclos R4 y R5, a las 2 h, son comparables a 
los obtenidos con OPEr y OPE libres a tiempos similares. Sin 
embargo, los nanobiocatalizadores pueden recuperarse 
fácilmente de la mezcla de reacción, facilitando la separación del 
producto, y reutilizarse en la misma reacción. 
Finalmente, en la Figura 4.41 c, se representa la eficiencia en 
15 h y reciclabilidad (3 ciclos) en esta reacción de los 
nanobiocatalizadores no magnéticos, preparados sobre los 
soportes AG1 y AG4. Vemos nuevamente el efecto positivo de la 
reutilización de la enzima, que cataliza conversiones próximas al 
80% en el tercer ciclo. Es interesante destacar el buen porcentaje 
de esterificación alcanzado con ambos catalizadores AG4, que se 
iguala a los AG1 y los AMNP covalentes en esta reacción.  
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Figura 4.41. Estabilidad operacional de OPEr y sus nanobiocatalizadores 
en la transesterificación de -sitoestanol y oleato de metilo. a) Rendimiento 
de ésteres con los catalizadores con soporte magnético (15 h). b) Detalle de 
los rendimientos al cabo de 2 h en los ciclos de reacción R4 y R5. c) 
Rendimiento de ésteres con los nanobiocatalizadores sobre soporte no 
magnético (15 h).  
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En las otras dos aplicaciones estudiadas en esta tesis, los 
resultados obtenidos con las lipasas inmovilizadas sobre este 
soporte han sido dispares. En la esterificación directa de 1-
butanol y VFAs, estos dos nanobiocatalizadores actuaron 
eficientemente sobre todos los sustratos ensayados, produciendo 
los ésteres C4-C7 de forma comparable a las demás 
preparaciones inmovilizadas. Sin embargo, cuando se ensayaron 
para síntesis de biodiesel, los rendimientos fueron tan bajos que 
se descartó su uso en esta aplicación. A la vista de los resultados 
obtenidos en la síntesis de los ésteres de estanoles se puede 
especular que tal vez su actividad se habría incrementado en 
ciclos posteriores, si se hubiera reciclado. 
Poniendo en contexto estos resultados con los reportados 
para otras lipasas inmovilizadas, encontramos varios trabajos 
que abordan ese tema. La lipasa de C. rugosa, inmovilizada en 
diferentes soportes, cataliza reacciones de esterificación y/o 
transesterificación, generalmente en presencia de cosolvente, en 
un rango de temperatura entre 35-55 °C durante 6-24 h (Shang 
et al., 2015; M.-M. Zheng et al., 2012; Zheng et al., 2013; M. M. 
Zheng et al., 2012). Los rendimientos de síntesis llegan hasta 
más del 90% en alguno de los casos y la reciclabilidad, si se 
evalúa, varía entre el mantenimiento casi completo de la 
eficiencia catalítica después de varios ciclos hasta su pérdida, 
después de 5 ciclos. Otras lipasas comerciales, inmovilizadas no 
covalentemente y probadas para esta aplicación, son Novozym 
435®, Lipozyme RM-IM® y Lipozyme TL-IM®, pero su eficiencia es 
menor que la determinada para la lipasa comercializada de C. 
rugosa (He et al., 2017; Miao et al., 2014). 
4.6.4. Reacciones en cascada para la síntesis de ésteres de 
estanol a partir de metanol y aceite  
Por último, aunando dos de las aplicaciones descritas en esta 
Tesis, se ensayó la viabilidad de producir los ésteres de β-
sitoestanol a partir de dos sustratos de bajo coste, metanol y 
aceite de cocina usado y desechado, utilizando una única enzima 
como catalizador. La reacción comprendería dos reacciones en 
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cascada, sintetizando ésteres metílicos en un primer paso (como 
se describe en la sección 3.13.2), para luego utilizarlos como 
solvente y donadores de acilo en la transesterificación de -
sitoestanol. De entre las preparaciones inmovilizadas de OPEr se 
seleccionó AMNP-CH-OPEr por su alta eficiencia en ambas 
reacciones (Figuras 4.27 b y 4.41 a y b). 
Como productos de la primera reacción de transesterificación 
(24 h) encontramos 96,6% de ésteres metílicos, 1% de 
diglicéridos y 2,4% de ácidos grasos libres. Los ésteres metílicos 
producidos se identificaron por GC/MS como palmitoleato, 
palmitato, linoleato, oleato y estearato de metilo, con el oleato de 
metilo como componente principal (Figura 4.42). Todos estos 
compuestos son sustratos potenciales para el segundo paso 
catalítico, que implica la síntesis de los ésteres de estanol. 
Una vez recuperada la mezcla de ésteres metílicos, se mezcló 
con la cantidad de β-sitoestanol necesaria para una 
concentración final de 80 mM, iniciando la transesterificación 
con el mismo nanobiocatalizador. Se analizaron muestras tras 2 
y 15 h, observando una disminución del contenido en ésteres 
metílicos, diglicéridos y estanoles libres, un aumento de los picos 
de ácidos grasos, y la aparición de cuatro picos correspondientes 
a diferentes ésteres de β-sitoestanol (Figura 4.43).  
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La Figura 4.43 b muestra un detalle de los picos de los ésteres 
formados, correspondientes a oleato, palmitato, estearato y 
linoleato de -sitostanilo. En el primer ciclo, la reacción alcanzó 
el rendimiento máximo de esterificación (85%) después de 15 h 
(datos no mostrados), siendo este valor un 45% superior al 
obtenido con oleato de metilo comercial como sustrato (Figura 
4.41 a). Además, la velocidad de reacción aumentó 
drásticamente en los ciclos sucesivos, sintetizando alrededor del 
80% de los ésteres de estanol en sólo 2 h, a partir del segundo 
ciclo (Figura 4.44). Esta observación confirma que, más que 
perder actividad, este catalizador gana eficiencia cuando se 
recicla. Estos datos son corroborados por el aumento en la 
cantidad de AGs, debido a la hidrólisis de EMs, y de DGs 
residuales (la hidrólisis de este compuesto no se observa en el 
primer ciclo), que se mantienen entre el R2-R5 (Tabla Anexo IV). 
 
 
Figura 4.43. Cromatogramas (GC) de las muestras analizadas a las 0 h y a 
las 15 h, mostrando el progreso de la transesterificación y la síntesis de los 
ésteres de estanol. a) Cromatograma completo. b) Detalle de la región en la 
que eluyen el -sitoestanol y los productos. 
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Por tanto, los resultados apuntan a la idoneidad de esta 
nueva estrategia para sintetizar los ésteres de estanol mediante 
un procedimiento ecológico a partir de sustratos baratos, en el 
marco del concepto de economía circular. El nanobiocatalizador 
fue reciclado sin disminuir su eficiencia (alrededor del 80%) 
durante cinco reutilizaciones (Figura 4.44). 
 
 
Figura 4.44. Rendimientos y reciclabilidad de la esterificación de -
sitoestanol producido mediante la reacción en cascada catalizada por 
AMNP-CH-OPEr en 2 h. 
 
La síntesis enzimática de ésteres de esterol utilizando 
triglicéridos o mezclas de FAMEs de origen vegetal (no 
sintetizados enzimáticamente) como donantes de acilo ha sido 
descrita por Zheng et al. (2012b). En este caso, el catalizador fue 
inmovilizado no covalentemente y las conversiones fueron 
buenas, pero su reciclabilidad no fue probada y las reacciones se 
realizaron a 55 °C y con un alto contenido en isooctano como 
cosolvente, condiciones mucho menos respetuosas con el medio 
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1. Se han obtenido ocho nuevos nanobiocatalizadores tras 
inmovilizar la lipasa versátil de O. piceae, expresada en P. 
pastoris (OPEr). La inmovilización se realizó sobre 
nanopartículas, silanizadas y funcionalizadas, de magnetita o 
de dos nuevos óxidos mixtos de Zn/Mn. La proteína se ancló 
covalentemente a los soportes utilizando estrategias que 
involucran diferentes regiones de la proteína, y no 
covalentemente sobre un soporte magnético hidrofóbico.  
2. La estabilidad a pH y temperatura de OPEr en un medio 
acuoso mejoró notablemente tras su inmovilización y las 
preparaciones mantuvieron entre el 80-100% de la actividad 
en hidrólisis de pNPB, tras 6-8 meses de almacenamiento a 4 
˚C, demostrando su elevada estabilidad.  
3. OPEr catalizó la esterificación directa, en isooctano, de los 
ácidos grasos lineales butírico, valérico, hexanoico y 
heptanoico, y de los ramificados isobutírico e isovalérico con 
1-butanol. Las reacciones se desarrollaron a 25 ˚C, con una 
proporción ácido:alcohol 1:2.  AMNP-GA-OPEr y AMNP-CH-
OPEr fueron los dos catalizadores más activos, con 
rendimientos cercanos al 100% a las 6 h de reacción. AMNP-
GA-OPEr mantuvo constante su nivel de actividad a lo largo 
de siete ciclos de síntesis, demostrando su excelente 
estabilidad operacional en esta aplicación. 
4. Se ha sintetizado biobiesel mediante transesterificación 
enzimática de aceite de cocina usado y metanol (1:4) en 24 h, 
a 25 ˚C y sin cosolvente. La robustez y eficiencia de OPEr en 
esta reacción mejoró notablemente en cinco de las 
preparaciones inmovilizadas, con rendimientos de síntesis de 
75%-92%, siendo en los mejores casos, comparable al 
obtenido con Eversa®, la enzima comercial diseñada para esta 
aplicación. La estabilidad operacional de tres de los 
biocatalizadores fue excelente, manteniendo su eficiencia 
catalítica tras 9 ciclos sucesivos de 24 h, lo que sugiere que 
podrían reutilizarse en reacciones adicionales. 
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5. La transesterificación de -sitostanol y oleato de metilo, 
catalizada por OPEr soluble a 25 ˚C y sin cosolvente, ha 
demostrado ser un procedimiento eficiente y limpio para 
producir estos ésteres de alto valor nutracéutico. En estas 
condiciones de reacción, la actividad de los 
nanobiocatalizadores en el primer ciclo fue mucho menor que 
la de la enzima soluble, aumentando en los dos siguientes 
ciclos hasta equipararse con la de la enzima libre. Los 
rendimientos de esterificación fueron superiores al 80% en 
períodos de 2-15 h, manteniéndose en ciclos sucesivos.  
6. Se ha comprobado que estos ésteres de estanol también 
pueden sintetizarse utilizando como sustratos aceite de 
cocina usado, metanol y -sitoestanol y AMNP-CH-OPEr como 
único catalizador. En una primera etapa catalítica de 24 h, se 
produjo una mezcla de ésteres metílicos, que se empleó para 
esterificar los estanoles en una segunda fase de 
transesterificación de 2 h, con un rendimiento del 80%. La 
actividad catalítica se mantuvo durante 5 ciclos. 
7. Los nanobiocatalizadores evaluados no liberan compuestos 
tóxicos al medio de reacción, abriendo el camino a la 
producción sostenible de productos de consumo humano que 
pueden ser sintetizados utilizando como sustratos materias 
primas secundarias, como la fracción lipídica de los residuos 
vegetales industriales o agrícolas. 
8. En este trabajo se ha demostrado que la inmovilización de 
OPEr y otras enzimas comerciales, mejora su actividad 
catalítica y/o su estabilidad, y permite su reciclado, 
contribuyendo al diseño de bioprocesos limpios y sostenibles 
y a la reducción de sus costes. También se ha demostrado la 
gran influencia del soporte y del procedimiento de 
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Anexo I 
Nanobiocatalizadores y Aplicaciones 
Nanobiocatalizadores utilizados para cada aplicación probada 
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Anexo II 
Tablas rendimientos síntesis ésteres metílicos, 
reciclados 
En cada tabla se muestra, para cada catalizador, los 
rendimientos obtenidos en las reacciones de síntesis de ésteres 
metílicos de ácidos grasos y la cantidad de sustratos y productos 
intermedios a las 24 h de reacción en cada ciclo de reacción. 
Los % fueron calculados en base al % de TGs inicial. Los datos 
pertenecen a las 24 h de cada ciclo de reacción. Para los 
nanobiocatalizadores de Eversa®, los resultados a las 9 h fueron 
muy similares quedando entre un 10-20 % de 
TGs+DGs+MGs+AGs entre los ciclos R2 a R9. 
TGs: triglicéridos; DGs: diglicéridos; MGs: monoglicéridos; AGs: ácidos grasos; 




















































































 214 Anexos 
Anexo III 
Tabla resumen rendimientos síntesis ésteres 
metílicos primer y último ciclo 
Se muestran los valores de % de ésteres metílicos (EMs) en el 
primer y último ciclo de reacción (indicado entre paréntesis) para 
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Anexo IV 
Tabla transesterificación con oleato de metilo no 
comercial  
Concentración (mg/mL) de sustratos iniciales y productos 
sintetizados al cabo de 2 horas en la transesterificación de -
sitoestanol con oleato de metilo sintetizado con AMNP-CH-OPEr. 
AGs: ácidos grasos; DGs: diglicéridos; EMs: ésteres metílicos. R indica el 
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